Nanomecánica del celulosoma. Implicaciones para la actividad del sistema by Galera Prat, Albert
N A N O M E C Á N I C A D E L C E L U L O S O M A
Implicaciones para la actividad del sistema
albert galera prat
Departamento de Biología Molecular
Facultad de Ciencias
Universidad Autónoma de Madrid
Octubre 2015
 
Universidad Autónoma de Madrid 
Facultad de Ciencias 










Nanomecánica del celulosoma 







Memoria presentada por Albert Galera Prat 




El presente trabajo de tesis doctoral ha sido desarrollado en el 
Departamento de Neurobiología Molecular, Celular y del Desarrollo del 
Instituto Cajal (IC-CSIC), bajo la dirección del 






Madrid, octubre 2015 
iii
   3 
 
                                                                                                            
 
Memoria presentada por ALBERT GALERA PRAT, licenciado en Bioquímica, para optar 
al grado de DOCTOR EN BIOLOGÍA MOLECULAR POR LA UNIVERSIDAD AUTÓNOMA DE 
MADRID. 
 
MARIANO-SIXTO CARRIÓN VÁZQUEZ, Doctor en Biología y Científico Titular del CSIC, 
 
AUTORIZA la presentación de la Tesis Doctoral titulada “Nanomecánica del 
celulosoma: implicaciones para la actividad del sistema”, de la que es autor el Lcdo. 
Albert Galera Prat y ha sido realizada bajo mi dirección en el Instituto Cajal del CSIC, 
Madrid. 
 
Y para que así conste a los efectos oportunos, firmo el presente certificado en Madrid, 









Fdo.: Mariano Sixto Carrión Vázquez 
 




AV. DOCTOR ARCE, 37 
28006 MADRID ESPAÑA 
TEL.: 91 585 47 50 
FAX: 91 585 47 54 
v
A G R A D E C I M I E N T O S
En primer lugar debo agradecer a mi director de tesis, Mariano Carrión Vázquez,
por darme la oportunidad de trabajar en su laboratorio y participar en muchos de
los proyectos en marcha. Gracias también por introducirme en el la nanomecánica de
proteínas, por la posibilidad de trabajar en un sistema de interés biotecnológico como
es el celulosoma y por todas las discusiones que nos han llevado a mejorar el trabajo
día a día. Finalmente quiero agradecer la confianza que ha depositado en mi y todas
las oportunidades que me ha dado de participar en el diseño y solicitud de proyectos
relacionados con la temática de la tesis.
Mi agradecimiento también a nuestros colaboradores del Weizmann Institute of
Science, Edward A. Bayer y Yoav Barak, por su ayuda, consejo y buena disposición
para la discusión y el diseño de algunos de los experimentos de esta tesis. Así co-
mo a todos los socios del consorcio CellulosomePlus por su entusiasmo que en todo
momento me ha motivado para seguir adelante.
Debo agradecer igualmente a Jorgina Satrústegui por su ayuda y apoyo como tutora
durante estos años. A la Fundación Ferrer y al MECD por las becas que me han
permitido realizar esta tesis.
A Andrés, Javier, Ruben, Àngel, Pacho, Alex, Oscar, Laura, Mari Carmen, Isa, Adrián,
Emilio, Ana, Anahí, Hector, Juan Carlos, Patricia, Elena (las tres), María, Marta, Aída
y a todos los estudiantes que han ido pasando por el laboratorio durante todos estos
años. Os quiero agradecer vuestra paciencia conmigo y todo lo que he aprendido de
vosotros, por todos los buenos momentos que hemos pasado juntos y también por
ayudarme a pasar los malos. Sin vuestra ayuda no habría llegado hasta aquí.
A mi familia, sobretodo a mis padres y a mi hermana que siempre me han apoyado
en todo y me han animado a seguir adelante.
Finalmente quiero agradecer especialmente a Anna por cada día que hemos pasado
juntos. Por su confianza y apoyo, por creer en mi, por su infinita paciencia conmigo y
por ayudarme a crecer.
vii
S U M M A RY
Cellulose is the major biopolymer and carbon source on the biosphere. It is compo-
sed of glucose, a sugar that can be processed by several microorganisms to produce
added-value chemicals such as biofuels. The major bottleneck towards its utilization
in industry is the saccharification step, i. e. the breakdown of the polymer to release
the constituent soluble sugars. In nature, this process is carried out by several microor-
ganisms with specialized enzymatic machinery. In particular, some anaerobic bacteria
have developed a high molecular weight complex known as the cellulosome. This
comprises a large usually non-catalytic protein called scaffoldin, capable of docking
several enzymes and targeting them to the cellulosic substrate while binding it to the
cell surface.
As an adhesion system, we expect that the cellulosome is subjected to mechanical
stress since the relative movement of the cell and its substrate would stretch the con-
necting region: the portion of the scaffoldin located between the two anchoring points.
We hypothesized that the mechanical stability, i. e. the resistance to forced unfolding,
of this region might be important to understand cellulosome activity since the unfol-
ding of cohesins, which are the scaffoldin modules capable of binding enzymes, might
result in enzyme release and activity loss.
We have used atomic force microscopy-based single molecule force spectroscopy in
combination with molecular dynamics simulations to study the mechanical properties
of several cohesins from different cellulosomes. We found that those cohesins located
in the connecting region of scaffoldins that bind enzymes are more mechanically sta-
ble than those located outside the two anchoring points, in the external region. This
principle applies for cohesins of different cellulosomes despite the sequence differen-
ce of these modules. We also study the effects of both the linker sequences located
between cohesins and enzyme binding on the mechanical stability of cohesins which
are elements that are found in natural cellulosomes. We did not observe any effect on
cohesin mechanical stability nor on their mechanical clamp position.
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R E S U M E N
La celulosa es el biopolímero y la fuente de carbono más abundante de la biosfera.
Está compuesta por glucosa, un azúcar que puede ser procesado por microorganis-
mos para producir productos químicos con valor añadido como los biocombustibles.
El mayor cuello de botella para su utilización industrial se encuentra en el paso de
la sacarificación, es decir, la degradación de este polímero para liberar los azúcares
solubles constituyentes. En la naturaleza este proceso lo llevan a cabo algunos mi-
croorganismos que presentan una maquinaria enzimática especializada. En particular,
algunas bacterias anaerobias han desarrollado un complejo conocido como celulosoma
que comprende una proteína de elevado peso molecular y generalmente no catalítica
llamada escafoldina, capaz de unir varias enzimas y dirigirlas al sustrato a la vez que
las ancla a la superficie celular.
Por el hecho de tratarse de un sistema de adhesión, es de esperar que el celulosoma
esté sometido a estrés mecánico dado que el movimiento relativo de la bacteria res-
pecto al sustrato podría estirar la región conectora: la porción de la escafoldina que
se encuentra entre los dos puntos de anclaje. Propusimos la hipótesis de que la esta-
bilidad mecánica, es decir, la resistencia al desplegamiento por fuerza, de esta región
puede ser importante para entender la actividad del celulosoma. Esto es debido a que
el desplegamiento de las cohesinas, los módulos de la escafoldina capaces de unir
enzimas, podría conducir a una pérdida de actividad.
Hemos empleado espectroscopia de fuerza de moléculas individuales mediante mi-
croscopía de fuerza atómica en combinación con simulaciones de dinámica molecular
para estudiar las propiedades mecánicas de varios módulos cohesina de distintos celu-
losomas. Hemos observado que las cohesinas situadas en la región conectora presen-
tan una mayor estabilidad mecánica comparada con la de aquellas que no se espera
que estén sometidas a estrés mecánico. Este principio es aplicable a las cohesinas de
distintos celulosomas a pesar de las diferencias de secuencia entre ellas. También he-
mos estudiado el efecto de las secuencias intermodulares y de la unión a enzimas
sobre la estabilidad mecánica de las cohesinas, que son elementos que se encuentran
en los celulosomas naturales. Hemos visto que ni la estabilidad mecánica de las cohe-
sinas ni la posición de su parche mecánico se ven afectados por estos factores.
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A C R Ó N I M O S
AFM microscopio de fuerza atómica (en inglés Atomic Force Microscope)
CBM módulo de unión a carbohidratos (en inglés Carbohydrate Binding Module)
CBP bioproceso consolidado (en inglés Consolidated BioProcessing)
CEM complejo celulosa-enzimas-microorganismo
CG modelo de grano grueso (en inglés Coarse-Grain)
∆LC incremento de longitud de contorno
∆xD distáncia entre el estado nativo y el estado de transición en la coordenada de
reacción.
FD fuerza de desplegamiento
I27 módulo inmunoglobulina I27 de titína cardíaca humana
IPTG Isopropil-β-D-tiogalactopiranósido
LC longitud de contorno
MD dinámica molecular (en inglés Molecular Dynamics)
NTA ácido nitrilotriacético
OD595 densidad óptica medida a 595 nm
p longitud de persisténcia
PDB Protein Data Bank
RMSD raiz de la desviación média cuadrática
RMSF raiz de la fluctuación media cuadrática
SLH dominios de homología de capa de superficie (en inglés Surface Layer
Homology)
SMD dinámica molecular dirigida (en inglés Steered Molecular Dynamics)
SMFS espectroscopía de fuerza de moléculas individuales (en inglés Single
Molecule Force Spectroscopy)
WLC cadena gusaniforme (en inglés Worm Like Chain)
Parte I
I N T R O D U C C I Ó N
1
I N T R O D U C C I Ó N
La vida en la tierra depende mayoritariamente de la fotosíntesis, a partir de la cual
se produce la biomasa siendo la celulosa el componente principal [Lynd et al., 2002].
La energía proveniente del sol y fijada en el carbono mediante la fotosíntesis es diez
veces superior a la consumida en el mundo [Demain et al., 2005], su utilización por
parte de microorganismos es responsable de uno de los mayores flujos de materia de
la biosfera y además es el sustento de los rumiantes, que constituyen la mayor fuente
de proteína alimentaria [Lynd et al., 2002]. Por todo ello, se puede concluir que la
fotosíntesis aporta de forma directa o indirecta la mayor parte de la energía usada por
la vida en la tierra [Wei et al., 2009].
Con el fin de utilizar la energía almacenada en la biomasa nace el concepto de
biorefinería, en contraposición a una refinería de petróleo, en la que se integra tanto el
tratamiento como la conversión de la biomasa para producir biocombustibles, energía
y productos químicos de interés [Hasunuma et al., 2013].
El interés por el uso de biomasa lignocelulósica como fuente de energía se funda-
menta en la amplia disponibilidad de este recurso, que se encuentra a gran escala y
en todo el mundo y es relativamente barata [Lynd et al., 2002, 2005, Hasunuma et al.,
2013, Huang et al., 2014]. Por otra parte, los ciclos de uso de biomasa lignocelulósica
como fuente de energía tienen una producción neta de gases de efecto invernadero
mucho menor [Borrion et al., 2012] y la conversión de estos materiales a etanol pre-
senta un balance energético muy positivo [Demain et al., 2005, Lynd et al., 2005].
La biomasa lignocelulósica se obtiene como subproducto en agricultura o como
residuo industrial y urbano [Bayer et al., 2007]. Además muchas de estas fuentes de
biomasa se están estudiando, e incluso en algún caso usando, en la actualidad para
la producción de etanol, una de las alternativas más prometedoras a los combustibles
basados en el petróleo [Hasunuma et al., 2013].
1.1 lignocelulosa
El uso de lignocelulosa como fuente de energía supone un reto científico y técnico
considerable ya que se trata de un compuesto sólido y muy heterogéneo formado
por carbohidratos fuertemente interconectados con una fracción de compuestos aro-
máticos complejos [Chundawat et al., 2011]. En peso seco, la celulosa (20 a 50 %), los
polisacáridos no celulósicos (15 a 35 %) y lignina (10 a 30 %) son los componentes ma-
yoritarios y sirven como la base estructural que proporciona a las plantas su rigidez y
les permiten resistir la descomposición física y química [Lynd et al., 2002, Bayer et al.,
2013]. Además, también se encuentran otros componentes minoritarios como proteí-
nas (3 a 10 %), lípidos (1 a 5 %), azúcares solubles (1 a 10 %) y minerales (5 a 10 %).
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Figura 1: Material lignocelulósico de la pared celular de las plantas. Las cadenas de celulosa se
agrupan formando microfibras que contienen regiones cristalinas. Las hemicelulosas
interaccionan con la superficie de las microfibras de celulosa, mientras que sus cade-
nas laterales se unen covalentemente a hemicelulosa y lignina formando complejos
altamente recalcitrantes. Figura realizada a partir de [King, 2013, Quiroz-Castañeda
& Folch-Mallol, 2013].
La composición concreta varía según el tipo de planta, el tipo celular así como el tipo
de pared celular y fase de crecimiento [Chundawat et al., 2011, Lynd et al., 2002, Wei
et al., 2009].
La celulosa es un polímero lineal formado por unidades de glucosa unidas por un
enlace β-1,4-glucosídico (Figura 1). A pesar de que la celulosa se compone exclusiva-
mente de glucosa, la unidad mínima repetida en su estructura es el disacárido celo-
biosa, ya que cada residuo está rotado 180 º respecto al siguiente [Béguin & Aubert,
1994]. Las interacciones por puentes de hidrógeno entre glucosas permiten formar ca-
denas largas, que suelen contener entre 100 y 10,000 unidades. Estas interacciones son
el origen de la rigidez de la estructura y permiten que la celulosa, a diferencia de la
mayoría de polisacáridos, pueda formar una estructura cristalina muy poco accesible
[Zhang & Lynd, 2004]. Sin embargo, las fibras naturales de celulosa no forman crista-
les puros y contienen zonas completamente amorfas o con formas intermedias y por
tanto presentan un grado de accesibilidad mayor [Lynd et al., 2002].
Envolviendo las fibras de celulosa, se encuentra la hemicelulosa que presenta una
estructura amorfa y ramificada. La mayoría de hemicelulosas están formadas por pen-
tosas, siendo la xilosa el azúcar mayoritario (90 %) [Bayer et al., 2013]. Su estructura
ramificada permite el entrecruzamiento con la lignina y además los azúcares indivi-
duales pueden sufrir modificaciones como metilación o acetilación [Bayer et al., 2013].
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A diferencia de los anteriores componentes de la lignocelulosa, la lignina no es un
polisacárido sino un polímero hidrofóbico de alto peso molecular compuesto por resi-
duos aromáticos fenólicos. Se ha propuesto que las estructuras de lignina se originan
por oxidación mediante radicales libres [Chundawat et al., 2011]. La lignificación apor-
ta resistencia mecánica y protección contra patógenos [Wei et al., 2009]. Otra diferencia
respecto a los polisacáridos es que la lignina requiere oxígeno para ser degrada, lo que
dificulta la utilización de biomasa en ambientes anaerobios [White et al., 2014].
Las hexosas (glucosa) y pentosas (principalmente xilosa) de la lignocelulosa son los
azúcares solubles con mayor interés en procesos de fermentación para obtener biocom-
bustibles. Como se ha comentado, estos azúcares forman parte de polisacáridos de la
pared celular y para poder ser utilizados es necesario descomponer estos polímeros
mediante un proceso conocido como sacarificación. Este proceso es reconocido como
el principal cuello de botella para desarrollar procesos rentables y eficientes para po-
der usar la lignocelulosa como fuente de energía [Demain et al., 2005, Chundawat
et al., 2011, Lynd et al., 2002, 2005, Olson et al., 2012, White et al., 2014, Huang et al.,
2014]. La dificultad radica en el ataque inicial al sustrato [Bayer et al., 2007, Demain
et al., 2005], cuya complejidad y características fisicoquímicas han sido seleccionadas
durante la evolución para evitar su degradación y proteger así a la planta [Olson
et al., 2012]. La lignocelulosa se comporta como un sólido, lo que limita tanto la ac-
cesibilidad como el ataque de enzimas que deben actuar sobre un sustrato insoluble
[Himmel et al., 2007], reduciendo la velocidad de hidrólisis varios órdenes de magni-
tud respecto a reacciones enzimáticas en solución [Chundawat et al., 2011, Lynd et al.,
2002].
Para poder desarrollar un proceso industrial capaz de aprovechar la lignocelulosa,
es necesario disponer de un método de sacarificación eficiente capaz de superar la
barrera impuesta por las características recalcitrantes de la biomasa [Olson et al., 2012].
Para conseguir que la lignocelulosa sea más hidrolizable, en primer lugar se realiza un
proceso de pretratado de la biomasa [Lynd et al., 2002]. Este intenta eliminar el sellado
de lignina, solubilizar la hemicelulosa, reducir el grado de cristalinidad y aumentar el
tamaño de los poros a la vez que se incrementa la superficie accesible [Demain et al.,
2005].
1.2 sistemas celulolíticos
Como se ha comentado, una vez pretratada la biomasa lignocelulósica es necesario
realizar una etapa de sacarificación para poder extraer y solubilizar los azúcares que la
componen para que estos puedan ser fermentados y generar los productos de interés.
En la naturaleza la degradación de estos sustratos la llevan a cabo algunos microor-
ganismos, generalmente en consorcios poco definidos lo que resulta en tiempos muy
largos de degradación y procesos poco reproducibles [Bayer et al., 2007]. Se ha obser-
vado que para la degradación de lignocelulosa se necesitan enzimas con actividades
distintas [Reese et al., 1950] que atacan a los distintos componentes usando distintos
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mecanismos de acción. Según la base de datos de enzimas activas sobre carbohidra-
tos [CAZY, 1998], estas enzimas se clasifican en: glucosidasas (catalizan la hidrólisis
de enlaces glucosídicos y por tanto actúan sobre la celulosa y la cadena principal de
hemicelulosas), liasas de polisacáridos (catalizan la degradación no hidrolítica de en-
laces glucosídicos), esterasas (eliminan cadenas laterales y grupos metilo y acetilo de
pectinas y xilanos) y actividades asociadas (clase creada recientemente y que englo-
ba enzimas ligninolíticas y otras enzimas capaces de degradar celulosa mediante un
mecanismo oxidativo).
Dentro de las glucosidasas se encuentran las celulasas, enzimas capaces de cortar el
enlace β-1,4-glucosídico [Lynd et al., 2002, Bayer et al., 2013] y por tanto de degradar
celulosa, el polisacárido más recalcitrante del material lignocelulósico. Se ha observa-
do que para una solubilización completa de la celulosa hasta glucosa se requiere la
actuación de 3 tipos de celulasas según su modo de acción (Figura 2) [Hasunuma et al.,
2013, Lynd et al., 2002]: endocelulasas, que actúan sobre el centro de la fibra, exocelula-
sas, que cortan desde los extremos y β-glucosidasas, que degradan los oligosacáridos
a glucosa.
Figura 2: Representación de los tres modos de acción básicos de las celulasas. Las endocelula-
sas son capaces de cortar las cadenas de celulosa en posiciones centrales, preferen-
temente en regiones amorfas. Las exocelulasas realizan cortes en la fibra desde los
extremos y liberan generalmente celobiosa como producto mayoritario, un disacári-
do soluble (u otras especies de bajo grado de polimerización). Estas suelen actuar de
forma procesiva, degradando progresivamente una misma cadena de celulosa. Las
β-glucosidasas son capaces de cortar oligosacáridos solubles (como la celobiosa u
otras especies solubles como la celotriosa, celotetraosa, etc.) para producir glucosa
libre.
Muchas de las enzimas activas sobre carbohidratos son multimodulares [Tilbeurgh
et al., 1986, Tomme et al., 1988, Gilkes et al., 1991], es decir, contienen en un mismo
polipéptido varios módulos que pueden presentar distintas funciones: otros módu-
los catalíticos, módulos de unión u otros con funciones desconocidas [Czjzek et al.,
2012, White et al., 2014]. Uno de los módulos más comúnmente encontrados junto con
unidades catalíticas es el módulo de unión a carbohidratos (en inglés Carbohydrate
Binding Module) (CBM), que en algunas ocasiones incluso se encuentran en tándem
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con varios de ellos [Boraston et al., 2004]. Estos módulos suelen ser muy importantes
para la actividad enzimática ya que permiten acercar la unidad catalítica a su sustrato
específico (se ha descrito un amplio abanico de especificidades en CBM).
Entre los microorganismos con capacidad de degradación de lignocelulosa los hon-
gos han sido los más estudiados. Estos son capaces de producir las distintas enzimas
en grandes cantidades lo que facilita su obtención y caracterización. En conjunto, los
microorganismos aerobios son los responsables de la degradación de un 90 % de la ce-
lulosa [Wei et al., 2009]. Por otro lado, en ambientes anaerobios, se ha observado que
muchas bacterias producen enzimas que se ensamblan en grandes complejos, conoci-
dos como celulosomas [Bayer et al., 2008, 2013, Himmel et al., 2010] y que constituyen
el objeto de trabajo de esta tesis.
1.2.1 Celulosoma
El celulosoma es un complejo proteico producido por algunas bacterias anaerobias
para degradar lignocelulosa (Figura 3). Fue descubierto en Clostridium thermocellum,
donde se identificó la capacidad celulolítica con un complejo de muy alto peso mole-
cular (2.1 MDa) [Lamed et al., 1985]. Ya en los primeros estudios se observó que bajo
ciertas condiciones [Lamed et al., 1983] era posible descomponer este complejo en va-
rias unidades que se clasificaron inicialmente según su peso molecular. La mayoría
de componentes se identificaron como celulasas a las que se atribuyó la actividad del
complejo, sin embargo sorprendentemente se observó que entre los componentes más
abundantes había una proteína de alto peso molecular (unos 210 kDa) no catalítica
pero capaz de unir las distintas enzimas [Lamed et al., 1983]. Este componente se co-
noce actualmente como escafoldina [Bayer et al., 1994], es el elemento común a todos
los celulosomas y la que distingue este complejo de otros sistemas de degradación de
celulosa.
En el celulosoma la escafoldina presenta varias funciones según sus componentes.
En el caso de C. thermocellum la escafoldina CipA es la encargada de unir las enzimas,
dirigirlas al sustrato y unir el complejo a la superficie de la bacteria. La escafoldina
actúa como andamio donde se unen hasta nueve enzimas. Esto es posible gracias a la
presencia de nueve repeticiones [Gerngross et al., 1993] de un módulo llamado cohesi-
na cuya función es la unión de dominios doquerina presentes en las distintas enzimas
que se van a integrar en el complejo. En el extremo C-terminal de CipA se encuentra
un dominio doquerina que, a diferencia de las doquerinas en las enzimas, no es capaz
de unirse a las cohesinas de CipA sino a otras presentes en otras proteínas. Tanto la
doquerina de CipA como las cohesinas a las que se une son ligeramente distintas a
nivel estructural y se clasifican como tipo II en contraposición a las cohesinas de CipA
y doquerinas de las enzimas que se asignan al tipo I. Como se puede ver, la interacción
cohesina-doquerina es fundamental en el celulosoma ya que determina la arquitectura
global de este. Finalmente, la unión a sustrato la realiza un módulo CBM de familia 3
[Morag et al., 1995, Bayer et al., 1998], que se une preferentemente a celulosa cristalina.
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Figura 3: Representación del celulosoma de C. thermocellum. El celulosoma de C. thermocellum
está formado por 8 escafoldinas y más de 70 unidades catalíticas con doquerina. La
escafoldina CipA es la principal encargada de unir las distintas enzimas que forman
parte del complejo. Esta escafoldina contiene un CBM, 9 cohesinas de tipo I, capaces
de unir el dominio doquerina presente en enzimas, y en el extremo C-terminal un
módulo X asociado a una doquerina de tipo II, capaz de unirse a las cohesinas del
mismo tipo de escafoldinas secundarias ancladas a la pared del microorganismo
(SdbA, Orf2p, y OlpB) o libres (Cthe_0375 y Cthe_0376). C. thermocellum también
presenta en su superficie otras dos escafoldinas que contienen una cohesina de tipo
I, que podrían estar implicadas en el ensamblado del celulosoma. El anclaje de las
escafoldinas secundarias a la pared celular se realiza a través de dominios SLH.
1.2.1.1 Doquerinas
Los dominios doquerina de tipo I son relativamente pequeños y están formados por
un segmento duplicado de unos 22 aminoácidos [Bayer et al., 1998] separados por
una secuencia de entre 9 y 16 residuos. Cada una de las repeticiones forma 2 héli-
ces α separadas por un bucle conservado de unos 12 residuos capaz de unir un ion
Ca2+[Lytle et al., 2001]. Esta estructura es una variante de un motivo conocido como
mano-EF [Lytle et al., 2000]. Esto resulta en que cada dominio doquerina une 2 iones
Ca2+ (Figura 4.C) que son necesarios para su plegamiento [Lytle et al., 2000] y el mo-
tivo por el cual la interacción cohesina-doquerina es dependiente de este ion [Johnson
& Demain, 1984, Yaron et al., 1995]. La estructura generada presenta simetría cosa que
permite que, en algunos casos (en algunas doquerinas de tipo I), estos dominios se
puedan unir de dos formas distintas, rotadas 180 º sobre la misma superficie de la
cohesina [Carvalho et al., 2007], conocido como modo dual de unión (Figura 4.E). Este
fenómeno, que se cree que podría aportar flexibilidad durante el ensamblado del celu-
losoma facilitando la inserción de varias enzimas voluminosas en posiciones cercanas,
se ha observado en estudios cristalográficos [Carvalho et al., 2007, Pinheiro et al., 2008,
Currie et al., 2012] aunque aún no está completamente claro si ocurre en el complejo
natural.
Se han identificado tres tipos de doquerina a partir de su secuencia y estructura
[Smith & Bayer, 2013]. En muchos casos se ha observado que los dominios doquerina
(de tipo II y III) van acompañados de un módulo hidrofílico llamado X (Figura 4.B)
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Figura 4: Estructura de distintos componentes del celulosoma. A) Cohesinas de tipo I, II y
III. En rojo y verde se resaltan las principales diferencias estructurales entre estos
módulos. B) Módulo hidrofílico (módulo X). C) Estructura de un CBM de la familia
III. D) Dominios doquerina de tipo I, II y III, con las principales diferencias entre
ellos resaltadas. E) Ejemplo del modo dual de unión de algunas doquerinas, en el
que una misma doquerina se puede unir de dos formas distintas (rotada 180 º) a una
misma cohesina.
[Bayer et al., 1998], y en ausencia de estos módulos las doquerinas correspondientes
suelen ser muy poco solubles [Adams et al., 2005]. La estructura cristalográfica de
estas doquerinas junto al módulo X ha mostrado que este forma interacciones que
estabilizan y rigidifican la doquerina [Xu & Smith, 2010], lo que podría disminuir el
coste entrópico de la interacción, y además en algunos casos establecen un contacto
directo con la cohesina correspondiente [Adams et al., 2006] resultando en conjunto
en constantes de afinidad mayores.
1.2.1.2 Cohesinas
Las cohesinas son módulos de unos 150 residuos que se caracterizan por su estruc-
tura tipo β-sándwich con topología jelly-roll formada por 9 hebras β organizadas en 2
láminas [Tavares et al., 1997, Shimon et al., 1997]. Todas las hebras son antiparalelas a
excepción de la primera y la última (1 y 9) que son paralelas. Se han descrito 3 tipos
distintos de cohesinas que presentan ligeras diferencias a nivel estructural. Aunque
todas adoptan el mismo plegamiento global [Noach et al., 2005, Adams et al., 2006,
Alber et al., 2009, Voronov-Goldman et al., 2014], en las de tipo II y III hay dos hebras
interrumpidas por beta-flaps y se observa la presencia de una hélice α.
La interacción con doquerina se da a través de la cara formada por las hebras 8-3-6-5
[Carvalho et al., 2003]. La interacción de dominios doquerina con módulos cohesina
suele presentar una afinidad y especificidad extraordinariamente elevadas. Las cons-
tantes de afinidad para distintos pares se ha determinado en el rango de 108-1011M−1
[Slutzki et al., 2012], similar a la de interacciones antígeno-anticuerpo. Por otro lado
la interacción cohesina-doquerina es específica por tipo [Bayer et al., 2004], a menudo
por especie [Pagés et al., 1997, Haimovitz et al., 2008] pero sin embargo parece que no
hay una selección fuerte de la posición dentro de la escafoldina [Yaron et al., 1995].
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1.2.1.3 Escafoldinas
Las escafoldinas son proteínas que contienen módulos cohesina [Bayer et al., 1994].
A menudo, las escafoldinas presentan varias cohesinas además de otros módulos con
distintas funciones. C. thermocellum presenta 8 genes correspondientes a escafoldinas,
organizado en un clúster. Además de CipA ya descrita, C. thermocellum puede produ-
cir 5 escafoldinas que en su extremo C-terminal contienen tres dominios SLH capaces
de interaccionar con los polisacáridos de la matriz extracelular de la célula [Kern et al.,
2011] lo que dirige a estas escafoldinas a la superficie bacteriana. Tres de estas escafol-
dinas (SdbA, ORF2p y OlpB) presentan 1, 2 y 7 cohesinas de tipo II, capaces de unir
la doquerina de tipo II presente en la escafoldina CipA, mientras que las otras (OlpA
y OlpC) presentan una única cohesina de tipo I, capaz de reconocer doquerinas de
enzimas (Figura 3). Esto dicta un orden jerárquico de interacciones que determina la
arquitectura global del celulosoma. Los módulos cohesina de una escafoldina están
separados entre ellos por secuencias intermodulares de longitud variable y general-
mente ricas en prolina y treonina que se encuentra glicosilada [Gerwig et al., 1989,
1991, 1993], aunque el papel de estas modificaciones aún no está completamente claro
[Currie et al., 2013]. Al disponer de varias repeticiones capaces de unir doquerinas, ya
sea de enzimas o de otras escafoldinas, las escafoldinas se comportan como andamios
[Good et al., 2011] capaces de coordinar las distintas moléculas con las que interaccio-
nan, permitiendo a la vez aumentar la concentración efectiva de enzimas cerca de la
región de interés donde las dirige o ancla. Se ha propuesto que este tipo de estrate-
gia permite al sistema evolucionar fácilmente ya que al reordenar sus componentes o
añadir otros permite la aparición de nuevas funciones [Good et al., 2011].
1.2.1.4 El celulosoma de C. thermocellum
C. thermocellum presenta actividad celulásica real, es decir, es capaz de degradar
celulosa microcristalina [Demain et al., 2005]. Esta actividad se asocia principalmente
a la de las enzimas que incorpora en su celulosoma [Lamed et al., 1983] que incluye
celulasas, hemicelulasas, esterasas, liasas y proteasas [Fontes & Gilbert, 2010].
En la superficie de C. thermocellum, los celulosomas se agrupan formando unas pro-
tuberancias conocidas como policelulosomas [Bayer & Lamed, 1986]. En este estado los
celulosomas parecen estar ordenados de forma que son menos accesibles a proteasas
[Morag et al., 1996, Mayer et al., 1987]. Al entrar en contacto con celulosa cristalina,
el CBM de CipA se une a esta y los celulosomas adoptan una conformación mucho
más extendida y accesible apareciendo como fibras que unen las células al sustrato
[Bayer & Lamed, 1986, Mayer et al., 1987]. En las primeras fases de degradación de
celulosa, C. thermocellum se une fuertemente al sustrato, sin embargo, al final de la
fase exponencial de crecimiento, cuando disminuye la velocidad de obtención de azú-
cares solubles, las células se liberan de los celulosomas y estos se mantienen unidos
al sustrato [Demain et al., 2005].
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1.2.1.5 Diversidad de celulosomas
Hasta ahora, la descripción del celulosoma se ha centrado en el caso de C. thermoce-
llum, sin embargo se han identificado varias especies tanto mesófilas como termófilas
capaces de formar celulosomas como es el caso de Clostridium cellulolyticum, Acetivibrio
celulolyticus, Bacteroides cellulosolvens, Clostridium acetobutylicum, Clostridium cellulovo-
rans, Clostridium clariflavum, Clostridium josui, Clostridium papyrosolvens, Ruminococcus
albus y Ruminococcus flavefaciens [Smith & Bayer, 2013].
En todos estos microorganismos el celulosoma está formado por los mismos com-
ponentes elementales: módulos cohesina en escafoldinas capaces de interaccionar con
dominios doquerina de enzimas u otras escafoldinas. Sin embargo la composición de
las escafoldinas, que determina la arquitectura general del complejo es muy variable
(Figura 5). Algunos microorganismos como C. cellulolyticum (Figura 5.A), C. cellulovo-
rans, C. josui, o C. acetobutylicum forman celulosomas relativamente simples, formados
por una sola escafoldina que no se une a la célula. Por otro lado, C. thermocellum (Figu-
ra 3), A. cellulolyticus, B. cellulosolvens o R. flavefaciens (Figura 5.B, C y D), por ejemplo,
producen celulosomas mucho más complejos que involucran varias escafoldinas inter-
medias lo que podría permitir que hasta 160 enzimas se unan por cada celulosoma
anclado a superficie en el caso de C. clariflavum [Artzi et al., 2014]. En estos casos
las cohesinas suelen estar separadas por secuencias intermodulares más largas y el
CBM suele encontrarse en una posición centrada en solo una de las escafoldinas [Bayer
et al., 2009]. Para ensamblar estos celulosomas de forma controlada se suelen encontrar
cohesinas de distinto tipo en cada escafoldina, por ejemplo, A. cellulolyticus produce
una escafoldina, ScaA, que contiene módulos cohesina de tipo I y una doquerina de
tipo II capaz de reconocer cohesinas del mismo tipo en ScaB. Esta a su vez lleva una
doquerina de tipo I con especificidad distinta a la de las enzimas que se puede unir
a ScaC que se ancla a la superficie celular mediante tres repeticiones SLH [Xu et al.,
2003, Dassa et al., 2012] (Figura 5.B).
El análisis del genoma de varios de estos microorganismos ha permitido observar
que existen escafoldinas que incorporan unidades catalíticas en su secuencia [Ding
et al., 1999], que presentan cohesinas de varios tipos en una misma escafoldina [Xu
et al., 2004] o la posibilidad de que la escafoldina que une las enzimas esté compuesta
de cohesinas de tipo II [Ding et al., 2000].
Por otro lado, se ha observado que algunos hongos son capaces de producir siste-
mas celulolíticos que forman complejos de alto peso molecular [Wilson & Wood, 1992,
Gilmore et al., 2015]. Sin embargo, lo que originalmente se identificó como una po-
sible doquerina en sus enzimas, no tiene ningún tipo de relación estructural con las
doquerinas que forman parte del celulosoma por lo que parece que se trata de una
vía completamente distinta [Peer et al., 2009].
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Figura 5: Diversidad de celulosomas. Empleando los mismos bloques básicos, los distintos mi-
croorgansimos productores de celulosomas son capaces de ensamblar complejos con
arquitecturas muy distintas. A) C. cellulolyticum produce un celulosoma simple con
una única escafoldina libre capaz de ensamblar doquerinas de tipo I presentes en las
enzimas. B) A. cellulolyticus produce un celulosoma complejo en el que intervienen
varias escafoldinas. Sus enzimas llevan doquerinas de tipo I, una de sus escafoldinas
contiene una unidad catalítica y presenta una escafoldina que combina cohesinas de
varios tipos. C) B. cellulosolvens genera un celulosoma donde la escafoldina primaria,
ScaA, presenta cohesinas de tipo II, capaces de interaccionar con las doquerinas de
tipo II presentes en algunas de sus enzimas. D) El celulosoma de R. flavefaciens se an-
cla covalentemente a su superficie mediante el motivo sortasa presente en una de sus
escafoldinas. La mayoría de cohesinas en este celulosoma son de tipo III, aunque se
encuentran con varias especificidades. Las enzimas de este microorganismo llevan
cohesinas de tipo I o tipo III. Los celulosomas mostrados en esta figura represen-
tan únicamente parte de la diversidad descubierta hasta el momento, ya que se han
descrito multitud de escafoldinas adicionales en algunos de estos microorganismos
[Hamberg et al., 2014, Dassa et al., 2014].
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1.2.2 Sinergia
La capacidad de producir proteínas de los microorganismos que producen celulo-
somas es muy inferior a la de los hongos o bacterias aerobias [Lynd et al., 2002]. Sin
embargo, los complejos enzimáticos de estos microorganismos suelen presentar una
actividad específica muy elevada, llegando en el caso de C. thermocellum a ser 50 ve-
ces mayor comparadas con el sistema de Trichoderma reesei [Johnson & Demain, 1984].
Esto se debe tanto a la elevada actividad de las enzimas como a su incorporación en
la escafoldina, que puede mejorar su actividad hasta cinco veces [Fierobe et al., 2005].
El aumento de la actividad del conjunto, comparada con la de los componentes por
separado se conoce como sinergia y se puede cuantificar como el cociente entre la acti-
vidad del conjunto y la suma de actividades de los componentes por separado [Zhang
& Lynd, 2004].
En los sistemas de degradación de celulosa se han descrito varias fuentes de sinergia
[Lynd et al., 2002, Zhang & Lynd, 2004]: la combinación de endocelulasa y exocelulasa
(la primera ataca el centro de una cadena de celulosa generando más sitios donde la
segunda puede actuar) que suele ser la mayor fuente de sinergia en estos sistemas,
entre exocelulasas (entre enzimas que actúan en el extremo reductor y no reductor),
entre exocelulasa y β-glucosidasa (la eliminación de oligoscáridos por parte de una
β-glucosidasa evita la inhibición de las exocelulasas) o sinergia intramolecular por el
CBM de celulasas (esta dirige y ancla la enzima a su sustrato).
En el caso específico del celulosoma, además se han descrito dos tipos importantes
de sinergia derivadas de la incorporación de las enzimas a una escafoldina lo que
resulta en sinergia adicional:
Proximidad espacial de distintas enzimas complementarias.
Orientación y anclaje al sustrato mediante el CBM de la escafoldina. Además
muchas de las enzimas incorporadas llevan su propio CBM que suele estar más
especializado para unir el sustrato de la propia enzima.
Para la degradación de sustratos naturales, la presencia de celulasas junto con hemi-
celulasas y otras enzimas suele ser otra fuente de sinergia [Moraïs et al., 2010, Gefen
et al., 2012, Arfi et al., 2014]. Esta puede jugar un papel clave en al degradación de
estos materiales lignocelulósicos como se refleja en el caso de C. thermocellum que pro-
duce hemicelulasas celulosomales. Estas liberan pentosas que no son metabolizadas
por C. thermocellum [Demain et al., 2005], pero le facilitan el acceso a la celulosa. Otro
factor que juega un papel importante es la formación del complejo celulosa-enzimas-
microorganismo (CEM) [Lu et al., 2006]. Muchos de los microorganismos anaerobios
que degradan celulosa suelen adherirse a ella, de hecho, la formación de estos comple-
jos suele resultar en mayores actividades. Este fenómeno se conoce como sinergia CEM
y puede tener su origen en el hecho de que asegura que la célula que lo produce es la
primera en acceder al producto de degradación. Además puede proteger la célula de
ataques y a las enzimas de las proteasas [Lynd et al., 2002].
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1.2.3 Mini-celulosomas
La interacción cohesina-doquerina es la base de la diversidad estructural del celu-
losoma. La elevada afinidad y especificidad de esta interacción se ha empleado para
el diseño de celulosomas quiméricos, donde la escafoldina está compuesta de cohesi-
nas de distintos organismos, de forma que se pueda controlar la incorporación de las
distintas enzimas para generar un celulosoma bien definido [Fierobe et al., 2001, 2002,
2005]. Estos son conocidos como mini-celulosomas, o celulosomas de diseño, y permi-
ten estudiar de forma mucho más controlada la acción de los distintos elementos del
celulosoma. El uso de mini-celulosomas permite desacoplar el efecto de la proximidad
entre las enzimas y la unión al sustrato para estudiar el origen de la sinergia entre las
enzimas al unirse a la escafoldina [Fierobe et al., 2001, 2002]. A medida que se dispo-
ne de más secuencias de cohesinas y doquerinas, esta aproximación permite construir
mini-celulosomas más grandes que permiten la incorporación controlada de más enzi-
mas [Fierobe et al., 2005, Moraïs et al., 2010, 2012]. Empleando esta estrategia también
se han ensamblado celulosomas con geometrías no naturales permitiendo concluir
que la movilidad del celulosoma es esencial para una buena actividad [Mingardon
et al., 2007b]. También ha permitido estudiar al detalle el efecto sobre la actividad de
factores como la longitud de las secuencias intermodulares que enlazan las distintas
cohesinas y el orden entre las enzimas y el CBM [Vazana et al., 2013, Stern et al., 2015].
Por otro lado, la incorporación de doquerinas a enzimas permite convertir enzimas
libres o de distinta especificidad en enzimas capaces de unirse a un celulosoma. Esto
permite la incorporación de enzimas de otros microorganismos al celulosoma lo que
a menudo resulta en un aumento de su actividad [Mingardon et al., 2007a, Caspi
et al., 2008, 2009, 2010]. Esta aproximación resulta interesante desde un punto de
vista aplicado ya que podría permitir mejorar la actividad de cócteles enzimáticos ya
definidos.
1.3 bioprocesos consolidados
El uso de biomasa lignocelulósica en una biorefinería para producir combustibles u
otros productos de interés, es actualmente muy limitado debido a la baja eficiencia de
la sacarificación y al elevado coste de la producción de las enzimas necesarias. Para
llevar a cabo este proceso son necesarios 4 pasos: producción las enzimas, sacarifica-
ción del sustrato, fermentación de hexosas y fermentación de pentosas [Lynd et al.,
2005]. Para conseguir que el proceso completo pueda ser rentable se ha propuesto la
integración de las 4 fases en un solo proceso, conocido como bioproceso consolidado
(en inglés Consolidated BioProcessing) (CBP) [Lynd et al., 2005], lo que podría reducir
los costes al emplear cepas capaces de producir sus propias enzimas [Lynd et al., 2005,
Hasunuma et al., 2013] para sacarificar el sustrato y luego fermentar los azúcares [Ol-
son et al., 2012]. Esto permitiría limitar la inhibición de las enzimas por los productos
de degradación [Hasunuma et al., 2013], aprovechar la sinergia CEM [Lynd et al., 2005]
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e incluso reciclar el catalizador si este se encuentra unido al microorganismo [Huang
et al., 2014].
El organismo ideal para CBP es aquel capaz de producir un sistema sacarolítico
eficiente y de fermentar hexosas y pentosas para producir cantidades elevadas de pro-
ducto en tiempos cortos [Demain et al., 2005, Lynd et al., 2005, Olson et al., 2012]. Sin
embargo, no se conocen organismos que reúnan todas estas características. Para supe-
rar este problema se han propuesto varias vías como el uso de cocultivos empleando
organismos con capacidades complementarias [Demain et al., 2005] o la modificación
de organismos conocidos para dotarlos de todas las características necesarias. Se han
propuesto 3 estrategias para la modificación de microorganismos para CBP: adaptar
el proceso de fermentación en organismos sacarolíticos (lo que permitiría usar mi-
croorganismos productores de celulosoma como C. thermocellum que es anaerobio y
termófilo, que son características ventajosas para procesos industriales [Demain et al.,
2005, Olson et al., 2012]), introducir la capacidad de sacarificación en buenos fermen-
tadores (esto requiere sistemas sacarolíticos muy efectivos [Hyeon et al., 2011, Lynd
et al., 2005, Hasunuma et al., 2013]) o alternativamente incorporar la capacidad sa-
carolítica y rutas de fermentación adecuadas en microorganismos capaces de usar
múltiples fuentes de carbono y que toleren compuestos tóxicos. Un ejemplo para este
último sería el uso de E. coli , que es capaz de metabolizar hexosas y pentosas [Muñoz–
Gutiérrez et al., 2012] y para la que ya se han desarrollado cepas para la producción
de biocombustibles [Huffer et al., 2012, Hasunuma et al., 2013].
Una opción interesante es la incorporación en estos microorganismos de sistemas
celulolíticos anclados en su superficie [Tanaka & Kondo, 2015, Huang et al., 2014, Li
et al., 2004]. Esto presenta como ventaja que estos microogransimos tendrán mayor
facilidad para acceder al sustrato, lo que limita la posibilidad de contaminación del
cultivo [Lynd et al., 2005] y permite aprovechar la sinergia CEM. Se han desarrollado
varios sistemas para conseguir anclar proteínas celulolíticas a la superficie celular en E.
coli, Saccharomyces cerevisiae, Corynebacterium glutamicum y algunas bacterias del ácido
láctico [Huang et al., 2014].
En E. coli se han desarrollado varias construcciones que permiten presentar proteí-
nas en su superficie [Huang et al., 2014, Karami et al., 2014, Park et al., 2014]. Una
de las más usadas es una construcción híbrida conocida como Lpp-OmpA [Francisco
et al., 1992] que fusiona un fragmento de Lpp a otro de OmpA, ambas proteínas de
membrana de E. coli (Figura 6). Esta estrategia se ha empleado para presentar algunas
enzimas celulolíticas o CBM [Francisco et al., 1993, Qu et al., 2015], aunque no se ha
descrito la incorporación de celulosomas en su superficie [Huang et al., 2014].
1.4 mecánica en biología
La biología moderna compara las células con pequeñas factorías: lugares repletos de
máquinas moleculares muy especializadas y organizadas para llevar a cabo todos los
procesos celulares de los que depende la vida. Muchas de las funciones que desem-
16 introducción
Figura 6: Esquema de la construcción Lpp-OmpA para mostrar proteínas en la superficie de
E. coli. El péptido señal de Lpp permite dirigir la proteína al espacio periplásmico
donde este se corta dejando una cisteína en el extremo N-terminal que se une a la
cara interna de la membrana externa de la célula [Ghrayeb & Inouye, 1984]. Las cinco
regiones transmembrana de OmpA se insertan en la membrana externa dejando
expuesto el extremo C-terminal, donde se encuentra la proteína pasajera de interés,
en la superficie celular [Francisco et al., 1992].
peñan estas nanomáquinas requieren de la conversión de energía de un tipo a otro.
A menudo, la energía química contenida en ATP se convierte en trabajo mecánico
promoviendo los cambios conformacionales responsables de muchas de las activida-
des de las proteínas [Bustamante et al., 2004]. Muchos de los procesos básicos de una
célula, como la replicación, transcripción y traducción pero también el transporte de
orgánulos, la adhesión y movilidad celulares, por citar solo algunos, son en el fondo
procesos mecánicos, lo que hace necesario el uso de conceptos físicos como fuerza y
trabajo para describirlos [Bustamante et al., 2004].
La energía involucrada en estos procesos es de magnitud similar a la energía térmica,
que viene dada por la expresión KBT donde KB es la constante de Boltzmann, y T la
temperatura absoluta. A temperatura ambiente, KBT = 4.1 pN·nm, y dado que las
proteínas tienen tamaños del orden de nanómetros (nm), es de esperar que las fuerzas
que actúan sobre las proteínas sean del orden de los picoNewton (10−12N, pN). 1 pN
corresponde aproximadamente con el peso de un eritrocito, la fuerza ejercida por un
puntero láser sobre una pantalla o la fuerza para arrastrar una vesícula de 30 nm
moviéndose a 500 nm/s a través del citosol [Howard, 2001].
La nanomecánica de proteínas se encarga del estudio de la respuesta de las pro-
teínas al aplicarles una fuerza mecánica. Una cuestión fundamental es la relevancia
que puede tener este tipo de información. Por un lado la fuerza se puede usar como
método para perturbar el sistema y así obtener información de interés. La mayoría de
los experimentos bioquímicos se han realizado usando otros agentes físicos o quími-
cos, por lo que los resultados obtenidos aplicando fuerza pueden aportar un punto de
vista adicional con la ventaja de utilizar una coordenada de reacción bien definida: la
extensión de la molécula. Por otro lado, muchas proteínas generan o están sometidas
a fuerza durante su funcionamiento normal [Howard, 2001, Bustamante et al., 2004].
Por lo tanto, el estudio nanomecánico de proteínas no solo es un método para obtener
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información de estos sistemas sino que es un enfoque muy importante, desde el pun-
to de vista fisiológico, que permite estudiar este parámetro, que de otro modo sería
inaccesible [Galera-Prat et al., 2011].
Para las proteínas sometidas a estrés mecánico, su capacidad de resistir fuerza sin
desplegarse, es decir, su estabilidad mecánica, es muy importante [Bustamante et al.,
2004]. Las proteínas cuya función es resistir fuerza suelen presentar varios módulos
en tándem unidos por segmentos desestructurados [Bustamante et al., 2004]. Estos
elementos suelen presentar estabilidades mecánicas distintas de manera que los que
presenten menor estabilidad mecánica tienen mayor probabilidad de desplegarse an-
tes que los de mayor estabilidad. Uno de los casos más estudiados es la proteína titina,
responsable de la elasticidad pasiva del sarcómero del músculo donde actúa como
muelle y asegura que esta estructura recupere sus dimensiones originales al relajarse
[Linke et al., 1999].
Sin embargo, el interés del estudio del comportamiento mecánico de proteínas no
solo se limita a aquellas cuya función es resistir fuerza. Estudios recientes indican que
el desplegamiento de proteínas dentro de la célula (para su traslocación o degradación
por maquinaria especializada por ejemplo) es un proceso mecánico [Aubin-Tam et al.,
2011, Maillard et al., 2011]. Esto implica que las propiedades mecánicas, no solo de
las proteínas sometidas a fuerza, sino de la mayoría de las proteínas, son importantes
durante su ciclo de vida.
1.5 espectroscopia de fuerza de moléculas individuales
Dada la importancia de la fuerza mecánica en biología, es necesario disponer de
técnicas que permitan estudiar de forma cuantitativa el comportamiento mecánico
de las proteínas. Hay que tener en cuenta que la fuerza es una magnitud vectorial y,
además, la respuesta de las proteínas al someterlas a fuerza es altamente anisotrópica.
Por tanto, no solo es importante conocer su magnitud sino también su dirección y
punto de aplicación [Carrion-Vazquez et al., 2003]. Esto supone una enorme dificultad
técnica ya que implica controlar con precisión el punto y dirección de aplicación de
fuerza sobre cada proteína presente en la muestra, pues de lo contrario se estarían
mezclando procesos distintos.
Las técnicas de molécula individual permiten estudiar el comportamiento de molé-
culas una a una. Estas técnicas permiten obtener de forma directa la distribución de
eventos observables y evitan la pérdida de información debido al promediado de los
datos. Otra ventaja es que permiten estudiar los procesos en tiempo real, por lo que
se puede obtener información dinámica de la molécula y además permiten capturar
eventos raros y resolver heterogeneidades que, de otro modo, quedarían ocultos en el
promediado de una población [Basché et al., 2001].
Existen varias técnicas capaces de manipular proteínas individuales aplicándoles
fuerza de forma controlada y que permiten medir la respuesta mecánica de estas
siendo las más usadas el microscopio de fuerza atómica (en inglés Atomic Force
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Figura 7: Elementos principales del microscopio de fuerza atómica (AFM). El AFM (izquierda)
está formado por una cabeza (en amarillo) donde se encuentra la micropalanca que
es el elemento que interactúa con la muestra a través de una pequeña punta en su
extremo. El desplazamiento de la punta, que se relaciona con la fuerza a través de su
constante de muelle, se puede medir siguiendo el reflejo de un haz láser empleando
un fotodiodo partido en dos regiones. Por otro lado, un posicionador piezoeléctrico
(en rojo) permite el movimiento controlado y muy preciso en los tres ejes espaciales.
Figura adaptada de [Carrión-Vázquez et al., 2006].
Microscope) (AFM), las pinzas ópticas y las pinzas magnéticas [Ritort, 2006, Neuman
& Nagy, 2008]. El AFM es el que presenta la mejor resolución espacial de los tres y es
capaz de medir en el rango alto de fuerzas, por lo que es bastante adecuado para el
estudio nanomecánico de proteínas.
El AFM fue desarrollado en 1986 por Binnig, Quate y Gerber [Binnig et al., 1986]
como una variante del microscopio de efecto túnel. El AFM consta de dos elementos
principales: un posicionador piezoeléctrico, que permite el movimiento muy preciso
y controlado de la muestra y una punta muy fina, montada sobre una micropalanca
sensora, que se usa para escanear la superficie (Figura 7). Para realizar una imagen
topográfica, se puede registrar el cambio en la altura de la punta a medida que se
recorre la muestra.
Además de ser una técnica de imagen de alta resolución, el AFM se puede usar como
herramienta de alta precisión para estudiar las propiedades mecánicas de distintas
biomoléculas en el régimen alto de fuerzas [Burnham & Colton, 1989]. En este tipo de
experimentos se mide el comportamiento de una molécula individual al someterla a
fuerza, modo que se conoce como espectroscopía de fuerza de moléculas individuales
(en inglés Single Molecule Force Spectroscopy) (SMFS).
En un experimento de SMFS mediante AFM, a partir de ahora abreviado como SMFS,
la muestra, que habitualmente es una proteína purificada, se ancla a una superficie
(sustrato). Esta se acerca a la punta de la micropalanca permitiendo así que se forme
un circuito mecánico entre los dos elementos a través de la proteína a estudiar. A con-
tinuación, empleando el posicionador piezoeléctrico se aleja el sustrato de la punta de
forma que se estira la proteína mientras se mide la respuesta de esta. Dependiendo del
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protocolo de actuación del posicionador, se pueden distinguir los modos de velocidad
constante (sección 1.5.1) o fuerza constante.
1.5.1 Modo de velocidad constante
Como su propio nombre indica, en el modo de velocidad constante el posicionador
piezoeléctrico se desplaza a una velocidad determinada (normalmente en el orden de
1 nm/ms) y se registra la fuerza medida respecto a la extensión de la molécula (Figura
8).1 Una vez formado el circuito mecánico y estirando a velocidad constante, a medida
que la punta y el sustrato se alejan, la elasticidad entrópica del polímero se opone a
su extensión [Evans & Ritchie, 1999] resultando en una fuerza de restauración que
aumenta de forma no lineal doblando la micropalanca. Al proseguir el estirado, la
fuerza aumenta hasta que se rompen una serie de enlaces críticos que son los respon-
sables de la resistencia de la proteína a ser estirada. Esta región se conoce como parche
mecánico y es la principal responsable de mantener la proteína plegada en presencia
de fuerza. En muchos casos, una vez roto el parche mecánico, la proteína se despliega
completamente. Esto resulta en un aumento repentino de la longitud de la molécula
expuesta a la fuerza, lo que hace que la fuerza se reduzca bruscamente y que en la
curva de fuerza-extensión aparezca un pico de fuerza. La altura de este pico se toma
como medida de la estabilidad mecánica de la proteína. A continuación, siempre que
el circuito mecánico se mantenga, el proceso descrito se repite a medida que se estira
el resto de la molécula y hasta que se rompe el circuito mecánico, momento en el que
la fuerza vuelve al nivel basal y el experimento ha terminado (Figura 8).
Existen limitaciones asociadas a la técnica para estudiar moléculas individuales. Por
un lado, la deriva térmica suele limitar la duración de un experimento por lo que im-
pone un límite inferior a la velocidad de estiramiento sobre los 0.01 nm/ms mientras
que la resistencia generada por la viscosidad del medio líquido donde se hace el expe-
rimento puede introducir errores en la medida a velocidades superiores a 10 nm/ms
[Ng et al., 2007]. Desafortunadamente, las velocidades de estirado en este rango suelen
ser superiores a las encontradas en muchos procesos biológicos [Merkel et al., 1999].
1.5.2 Interpretación
En base a resultados obtenidos en ensayos en solución, el proceso de desplegamien-
to de una proteína se considera habitualmente bien descrito como un proceso de dos
estados [Borgia et al., 2008]. En experimentos de SMFS, donde a menudo las proteínas
se despliegan sin estados intermedios, parece también adecuado modelarlo como un
proceso de dos estados como primera aproximación. Este tipo de procesos se caracteri-
za por tener un diagrama de energía con dos mínimos correspondientes a los estados
1 La extensión de la molécula se calcula a partir de la posición del piezoeléctrico y la fuerza en cada
momento, que mediante la constante de muelle de la punta permite calcular su desplazamiento.
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Figura 8: Representación de un experimento de SMFS en el modo de velocidad constante. A)
representación esquemática de la proteína y el AFM durante el experimento. B) Dia-
grama Fuerza-extensión resultante de un experimento a velocidad constante. C) Ex-
tensión del posicionador piezoeléctrico durante el experimento. Al principio la su-
perficie donde se encuentra la proteína se encuentra lejos de la punta (1). El posi-
cionador piezoeléctrico se aproxima a velocidad constante hacia la punta y esta se
dobla al entrar en contacto (2). Esto puede permitir la unión a la punta de alguna
proteína presente en el sustrato. La superficie se aleja a velocidad constante estiran-
do la proteína que se encuentra anclada entre ambos elementos (3). Esto produce un
aumento de la fuerza hasta que la proteína se despliega, lo que resulta en una caída
de la fuerza al aumentar su longitud efectiva (4). El proceso continua hasta desplegar
el resto de elementos (6) o hasta que se desancla la proteína (7). Figura adaptada de
[Galera-Prat et al., 2011].
estables (plegado y desplegado) separados por una barrera energética con una altura
y distancia respecto el estado plegado características de cada proteína.
Los datos de los experimentos de SMFS se suelen interpretar mediante un modelo de
dos estados basado en la teoría del estado de transición [Bell, 1978, Evans & Ritchie,
1997]. En este modelo los estados nativo y desplegado están separados por una barrera













Donde α(F) es la tasa de desplegamiento a una fuerza F, A representa el factor
preexponencial, ∆G} es la altura de la barrera energética entre el estado nativo y
el estado de transición, ∆xD corresponde a la distancia en la que se aplica la fuerza
(distancia entre el estado nativo y el estado de transición en la coordenada de reacción),
KBT la energía térmica del sistema y α0 la tasa de desplegamiento sin fuerza aplicada.
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De la ecuación se desprende que la fuerza aplicada reduce la altura de la barrera
energética en proporción al trabajo mecánico realizado, lo que facilita la transición
al estado desplegado (Figura 9). La fuerza de desplegamiento (FD) más probable se












donde r corresponde a la tasa de carga (la velocidad a la que cambia la fuerza). Para
experimentos de velocidad constante, r, se aproxima al producto de la velocidad de
estirado por la constante de muelle de la micropalanca. Por lo tanto, es de esperar que
la fuerza observada en un experimento dependa del logaritmo de la velocidad a la
que se ha estirado la proteína.
Figura 9: Representación de un diagrama energético en dos estados para una proteína cual-
quiera y el efecto que tiene la aplicación de fuerza sobre esta. En linea discontinua se
muestra el diagrama energético de la proteína en ausencia de fuerza. El estado nativo
(N) se encuentra en un mínimo energético profundo separado por una barrera ener-
gética del estado desplegado (D). El máximo de esta barrera energética corresponde
con el estado de transición (‡) que se caracteriza por su altura (∆G‡D respecto al es-
tado nativo) y distancia a los estados nativo (∆xD) y desestructurado (∆xP). Según la
ecuación 1 al aplicar fuerza entre los extremos de la proteína el paisaje energético se
inclina de forma que se reduce la barrera, facilitando que esta sea superada a la vez
que se estabiliza el estado desplegado. Figura adaptada de [Carrión-Vázquez et al.,
2006].
Las fluctuaciones térmicas permiten a una proteína explorar diferentes conformacio-
nes y, eventualmente, cruzar la barrera energética que la separa del estado desplegado.
En un experimento de SMFS la aplicación de fuerza a una proteína reduce su barrera
energética (aumentando la probabilidad de desplegamiento) a la vez que estabiliza el
estado desplegado respecto al nativo (Figura 9). Por lo tanto, la fuerza de desplega-
miento (el máximo en el pico de fuerza en un experimento a velocidad constante) de
una proteína varía de forma estocástica dependiendo del estado energético en el mo-
mento de estirarla. Esto produce que la distribución de fuerza de desplegamiento para
una proteína sea relativamente ancha y dependa tanto de la energía térmica como de
la distancia al estado de transición [Ng et al., 2007]. Por eso la estabilidad mecánica
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de una proteína se define como el promedio de las fuerzas de desplegamiento a una
determinada velocidad de estiramiento.
La dependencia de la rigidez de la proteína con la fuerza aplicada hace que la
tasa de carga varíe durante un experimento a velocidad constante, lo que impide
aplicar directamente la ecuación 2. Para poder obtener los parámetros cinéticos (α0
y ∆xD) del proceso, es necesario medir la estabilidad mecánica de una proteína a
distintas velocidades para luego, mediante simulaciones de Monte Carlo modelando
el comportamiento de una proteína al ser estirada, obtener una estimación de estos
[Oberhauser et al., 1998, Rief et al., 1998, Carrion-Vazquez et al., 1999b].
Una pregunta interesante es si las barreras energéticas estudiadas mediante SMFS
son las mismas que las estudiadas por otros métodos (por ejemplo químicos o térmi-
cos) habituales. A diferencia de los parámetros termodinámicos, que son variables de
estado y por tanto solo dependen del estado inicial y final, la estabilidad mecánica de
una proteína es un parámetro cinético y por tanto depende de la ruta seguida [Busta-
mante et al., 2004]. Los experimentos de SMFS imponen una coordenada de reacción
bien definida y distinta a la de los experimentos tradicionales con las proteínas libres
y en solución [Fowler et al., 2002, Bustamante et al., 2004, Javadi et al., 2013] por lo que
en general los resultados no tienen por que ser comparables [Carrion-Vazquez et al.,
2000, Best et al., 2001, Brockwell et al., 2002, Valbuena et al., 2009]. Además, tanto
la ruta de desplegamiento como la barrera que se supera dependen de la geometría
de estiramiento [Brockwell et al., 2003, Carrion-Vazquez et al., 2003]. Es importante
destacar que por estas mismas razones, no es posible inferir la estabilidad mecánica a
partir de la termodinámica, por lo que la única forma de acceder a esta información
es mediante los experimentos de SMFS.
1.5.3 Identificación de las proteínas
Un punto clave en todos los experimentos de molécula individual consiste en ase-
gurar que los datos obtenidos provienen realmente de una sola molécula y no de un
conjunto y que además se trata de la molécula que se quiere estudiar.
La presencia de contaminantes o de proteína parcialmente desplegada o agregada
puede enmascarar los eventos que realmente son originados por el proceso de des-
plegamiento que se quiere estudiar. Esto hace necesario usar métodos que permitan
identificar la proteína estudiada y establecer unos criterios de selección para distinguir
los registros que contienen información del sistema estudiado para evitar contaminar
los datos con ruido. Estos criterios se basan en la identificación de características pro-
pias de las moléculas a estudiar que permiten seleccionar con seguridad los datos
obtenidos en un experimento [Carrión-Vázquez et al., 2006].
Al estirar una proteína a velocidad constante se obtienen patrones de fuerza contra
extensión no lineales que pueden ser ajustados por modelos de elasticidad de polí-
meros semi-flexibles. El modelo más ampliamente usado es la forma interpolada del
modelo de la cadena gusaniforme (en inglés Worm Like Chain) (WLC) [Bustamante
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et al., 1994, Marko & Siggia, 1995] (ecuación 3) que también se ha aplicado a otros
biopolímeros al someterlos a fuerza. Este modelo considera un polímero como una
cadena flexible con una longitud de contorno (LC) (la longitud de la molécula comple-
tamente estirada, a fuerza infinita) y permite predecir la fuerza de restauración del
polímero en función de la extensión de sus extremos y su longitud de persisténcia (p),








)2 − 14 + xLC
 (3)
Si consideramos el proceso de desplegamiento de una proteína mediante SMFS se
observa que al aumentar la distancia entre punta y sustrato la fuerza registrada sigue
el modelo WLC con una LC igual a la longitud de la molécula plegada más la de las
secuencias espaciadoras que contenga (Figura 10). Una vez superada la resistencia
mecánica de la proteína, esta se despliega y expone a la fuerza la región de la proteína
que antes estaba protegida. Si se sigue el proceso de estirado, la fuerza nuevamente
vuelve a aumentar siguiendo el modelo WLC pero esta vez con una LC correspondiente
a la longitud de la molécula desplegada y las secuencias espaciadoras. Ajustando
el modelo WLC a los dos picos de fuerza, se puede calcular un nuevo parámetro,
el incremento de longitud de contorno (∆LC), que es una medida de la longitud de
secuencia2 escondida tras la barrera que protege a la proteína ante el desplegamiento
por fuerza (Figura 10). El ∆LC es un parámetro específico de cada molécula y depende
de su plegamiento3, por lo que representa una huella identificativa de esta. Por otro
lado, una p única también se ha usado para la identificación de moléculas individuales
[Watanabe et al., 2002].
En un experimento de SMFS, cuando la punta se encuentra cerca del sustrato, suelen
producirse interacciones no específicas con otros elementos de la superficie que tam-
bién suelen generar picos de fuerza. Debido a esto, la región proximal del espectro
(primeros 30 - 70 nm) es habitualmente muy ruidosa (aparecen picos de fuerza no
identificables, ver Figura 8.C) y puede enmascarar fácilmente la señal de la proteína
de interés. Además, ha de tenerse en cuenta que distintas proteínas pueden presentar
∆LC similares.
Para superar este problema, se desarrolló una estrategia basada en la construcción
de proteínas de fusión con múltiples repeticiones en tándem de la proteína de interés
[Carrion-Vazquez et al., 1999b] conocidas como poliproteínas. Para una poliproteína,
el desplegamiento de cada módulo se observa como un pico de fuerza similar y que
2 Se puede calcular el número de aminoácidos escondidos de la fuerza como ∆LC/(∆LC de un aminoácido)
[Ainavarapu et al., 2007].
3 El ∆LC es un parámetro característico de una molécula con un plegamiento definido y al ser estirada
en una geometría concreta. En el caso de cambiar la geometría el ∆LC [Dietz et al., 2006] puede ser
distinto a pesar de tratarse de la misma molécula. Por otro lado, en algunas proteínas intrínsecamente
desordenadas, este parámetro puede ser muy variable incluso al estirar en la misma geometría, lo que
refleja una amplia variedad de conformaciones donde las barreras al desplegamiento mecánico se pueden
encontrar en múltiples sitios [Hervás et al., 2012].
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Figura 10: Al desplegar una proteína y ajustar el WLC al pico de desplegamiento y al siguiente
se puede calcular ∆LC entre ambos ajustes. Este parámetro es característico de una
molécula y su plegamiento, lo que puede permitir su identificación. Se muestra
un módulo I27 (código PDB: 1TIT) antes (arriba) y después (centro) de su desplega-
miento mecánico. En rojo se resalta el parche mecánico, la región que se encuentra
sometida a fuerza antes de su desplegamiento. La estructura secundaria en la mo-
lécula desplegada se mantiene en la figura para facilitar la comparación.
libera la misma longitud de proteína (el ∆LC del módulo). Esto resulta en un patrón
periódico conocido como patrón en dientes de sierra, que permite identificar la molé-
cula.
Una alternativa menos laboriosa consiste en fusionar la proteína interés entre varias
repeticiones de un módulo marcador como el I27, son las llamadas hetero-poliproteínas
[Li et al., 2001, Steward et al., 2002]. Las repeticiones del módulo marcador actúan co-
mo poliproteína generando un patrón repetitivo que permite identificar la molécula
[Steward et al., 2002]. Además se han construido vectores que contienen varias repe-
ticiones de un módulo marcador separados cada uno de ellos por distintas dianas de
restricción, con lo que generar este tipo de proteínas es más sencillo [Steward et al.,
2002, Oroz et al., 2012]. Los módulos marcadores adecuados pueden además promover
la solubilidad de la proteína de interés facilitando la expresión de esta [Steward et al.,
2002], sin embargo se limita la cantidad de datos que se obtienen en cada registro.
El uso de poliproteínas, por lo tanto, permite identificar aquellos registros generados
a partir del estiramiento de una molécula individual al producir patrones reconocibles.
1.6 simulaciones de dinámica molecular
El ∆LC obtenido en los experimentos de SMFS proporciona información de la lon-
gitud de secuencia protegida de la fuerza, sin embargo suele ser difícil asignar con
seguridad cual es la región de la proteína responsable de esta resistencia. Para obte-
ner información estructural de como la fuerza promueve el desplegamiento de una
proteína es necesario estudiar el proceso mediante simulaciones. La combinación de
simulaciones de dinámica molecular (en inglés Molecular Dynamics) (MD) con los ex-
perimentos de SMFS puede proporcionar información detallada a nivel atómico de la
posible estructura o los contactos presentes en el estado de transición [Evans & Ritchie,
1997], así como de la evolución de la estructura durante el proceso de estirado.
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Las simulaciones por MD permiten calcular el movimiento de partículas individuales
a partir de las ecuaciones de movimiento. Empleando los potenciales adecuados, estas
simulaciones se pueden aplicar a moléculas como proteínas y además, introduciendo
potenciales externos en una técnica conocida como dinámica molecular dirigida (en
inglés Steered Molecular Dynamics) (SMD), se puede emular el estirado de la proteína
como ocurre en un experimento de SMFS. Esta estrategia se ha usado ampliamente en
estudios de moléculas individuales donde habitualmente reproduce (e incluso en oca-
siones predice [Lu et al., 1998, Carrion-Vazquez et al., 1999b]) muy bien los resultados
experimentales [Valbuena et al., 2009], proporcionando además los detalles atómicos
del proceso.
Las simulaciones de MD han revelado que al aplicar fuerza a una proteína desde
sus extremos, esta actúa en primer lugar en una región muy concreta de la proteína.
Esto es debido a la existencia de elementos locales de estructura secundaria capaces
de soportar la fuerza aplicada y de oponerse al desplegamiento de la proteína com-
pleta. Estas regiones se conocen como parche mecánico y suelen estar conectadas por
puentes de hidrógeno cuyo número [Valbuena et al., 2009] además del grado de em-
paquetamiento de sus cadenas laterales [Ng et al., 2005], suelen ser los determinantes
principales de la estabilidad mecánica de la proteína.
Las simulaciones de MD suelen ser costosas a nivel computacional pues en princi-
pio se tiene que calcular el movimiento de cada átomo del sistema y las fuerzas que
actúan sobre este en cada paso de tiempo, que suele ser del orden de 1 femtosegundo,
para asegurar la estabilidad de la simulación [Amber, 2012]. Por lo tanto, realizar si-
mulaciones durante tiempos razonables incluso para proteínas no muy grandes suele
ser un proceso lento. Por ello, para simular mediante SMD el desplegamiento de una
proteína en tiempos razonables se suelen emplear velocidades de estiramiento muy
superiores a las experimentales [Lu et al., 1998].
Para poder emplear este método con proteínas más grandes y/o tiempos de simula-
ción más largos se pueden usar aproximaciones que reduzcan los cálculos necesarios.
Una posible aproximación consiste en eliminar las moléculas del solvente, que suelen
ser una fracción muy importante de los átomos del sistema, y reemplazarlas por un
modelo continuo que de forma implícita aporta el efecto del solvente como el Genera-
lizado de Born [Still et al., 1990].
Otra alternativa se basa en el uso de modelos aún más simplificados conocidos co-
mo modelo de grano grueso (en inglés Coarse-Grain) (CG), donde distintos grupos de
átomos se consideran como una sola entidad de forma que el número de cálculos ne-
cesarios se reduce drásticamente, permitiendo simular sistemas mucho más grandes y
durante tiempos más largos. Este tipo de aproximación ha permitido simular durante
microsegundos una estructura grande como el celulosoma de C. thermocellum, mode-
lando la escafoldina y varias enzimas como elementos formados por pocas esferas
que reproducen el volumen de la proteína, y estudiar como distintos parámetros de
enzimas con doquerina influencian su unión a las cohesinas de la escafoldina [Bomble
et al., 2011].
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Modelando cada aminoácido de una proteína como una sola partícula y conside-
rando la estructura cristalográfica depositada en el PDB, se ha simulado el estirado
de todas las proteínas de menos de 250 aminoácidos de las que se conocía estructura
[Sikora et al., 2009]. Gracias al uso de modelos simplificados, en este estudio a gran es-
cala se pudo estudiar la estabilidad mecánica de 17,134 proteínas, identificando varios
módulos cohesina entre las proteínas más estables mecánicamente.
1.7 mecánica del celulosoma
En un estudio pionero se planteó la hipótesis de que el celulosoma estuviese some-
tido a estrés mecánico [Valbuena et al., 2009] ya que este puede actuar como sistema
de adhesión entre la célula bacteriana que lo produce y un sustrato de celulosa [Ba-
yer et al., 1983]. Como se ha comentado (sección 1.4), es habitual que los sistemas de
adhesión estén sometidos a estrés mecánico [Bustamante et al., 2004]. Esto es debi-
do a que el movimiento relativo entre los dos cuerpos unidos puede generar fuerzas
que se transmiten a través del elemento que los mantiene unidos, que en el caso del
celulosoma se trata de la escafoldina.
Se puede hipotetizar que si la aplicación de fuerza sobre las cohesinas llega a produ-
cir su desplegamiento, estas perderían su estructura nativa, incluyendo la superficie
de unión a doquerina, de manera que se podrían liberar las enzimas con lo que se per-
dería la sinergia que aporta su incorporación en la escafoldina [Valbuena et al., 2009].
Por lo tanto, en este caso las propiedades mecánicas de los módulos cohesina serían
determinantes para la actividad del complejo y por lo tanto la estabilidad mecánica
sería una propiedad que podría haber sido seleccionada durante la evolución de este
complejo.
Es interesante observar que en la escafoldina CipA también se encuentran 2 módu-
los cohesina en el extremo N-terminal que están fuera de la zona de anclaje [Gerngross
et al., 1993]. Dado que se espera que las fuerzas actúen entre los puntos de anclaje,
estos módulos no estarían sometidos a estrés mecánico y por tanto sus propiedades
mecánicas no serían tan importantes ni habrían sufrido la misma presión de selección.
En base a esto se denominó región conectora a la región de la escafoldina que se es-
pera que esté sometida a estrés mecánico y región externa a la que se encuentra fuera
de los puntos de anclaje [Valbuena et al., 2009].
Para verificar esta hipótesis se realizó un primer estudio de SMFS para caracterizar
las propiedades mecánicas de varios módulos cohesina [Valbuena et al., 2009]. En
concreto se analizaron las cohesinas 2 y 7 de CipA de C. thermocellum y la 1 de CipC
de C. cellulolyticum y se observó que la cohesina 7, proveniente de la región conectora,
presentaba una estabilidad mecánica muy elevada. Mientras que la cohesina 2, de la
región externa, presentaba una estabilidad mecánica mucho más reducida. Además,
se identificó el parche mecánico de estos módulos, formado por la primera y última
hebra β formando un parche compuesto por 10 puentes de hidrógeno en la cohesina
7, lo que se utilizó como argumento para explicar el origen de la elevada estabilidad
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Figura 11: La hipótesis mecánica del celulosoma. El movimiento de la célula respecto al sustra-
to puede resultar en la aplicación de estrés mecánico a la región de la escafoldina
situada entre los dos puntos de anclaje (región conectora). Por otro lado, las cohe-
sinas que no estén situadas entre los dos puntos de anclaje (región externa) no
sentirían dicho estrés.
mecánica de este módulo [Valbuena et al., 2009]. Estos resultados son compatibles con
la hipótesis planteada pero no permiten demostrarla.
En esta tesis nos planteamos profundizar en el estudio de la nanomecánica del celu-
losoma. Hasta el momento se conoce la estabilidad mecánica de 3 módulos cohesina
por lo que nos planteamos estudiar otros módulos con secuencias más divergentes
y también de otros celulosomas más complejos para estudiar si el comportamiento
observado es generalizable a todos los celulosomas. Además nos planteamos cómo
distintos factores que se encuentran en los celulosomas naturales, como la presencia
de secuencias intermodulares de distintos tamaños y composiciones entre las cohesi-
nas o la interacción con doquerina, pudieran afectar a estas propiedades mecánicas.
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El objetivo principal de esta tesis es el estudio de la hipótesis mecánica del celu-
losoma. Según esta, el celulosoma está sometido a estrés mecánico y por tanto sus
propiedades mecánicas pueden ser relevantes para entender su funcionamiento y pa-
ra el diseño de celulosomas más eficientes para su posible uso industrial. Para ello se
ha planteado como objetivo estudiar en primer lugar las propiedades mecánicas de
módulos cohesina aislados, y a continuación incorporando otros elementos encontra-
dos en los celulosomas naturales. Además se ha planteado el objetivo de estudiar la
relación entre la actividad de los celulosomas y la estabilidad mecánica de sus cohesi-
nas y finalmente la posibilidad de incorporar celulosomas en E. coli.
Para alcanzar estos objetivos generales se han planteado los objetivos concretos si-
guientes:
1. Estudiar la estabilidad mecánica de módulos cohesina divergentes del celuloso-
ma modelo producido por C. thermocellum.
2. Determinar la estabilidad mecánica de varios módulos cohesina de celulosomas
complejos como el de A. cellulolyticus, en particular tanto de la región externa
como conectora de las escafoldinas ScaA, ScaB y ScaC.
3. Caracterizar el efecto de las secuencias intermodulares naturales en la estabili-
dad mecánica de los módulos cohesina.
4. Estudiar la estabilidad mecánica de cohesina al estar interaccionando con el do-
minio doquerina de una celulasa.
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3.1 nomenclatura empleada para las cohesinas
Para unificar la nomenclatura de los distintos módulos cohesina empleados a lo
largo de la tesis estos se referirán con nombres del tipo «GeSN», donde Ge indican el
género y la especie del microorganismo del que proviene, S indica la escafoldina en
la que se encuentra y N es un número que indica la posición dentro de esta. Así, el
módulo 3 de la escafoldina ScaC de A. cellulolyticus se indica como AcC3 y el módulo 7
de la escafoldina CipA de C. thermocellum se indica como CtA7. Para las construcciones
donde además de la cohesina se incluyen las secuencias intermodulares naturales de
la misma escafoldina se añade al final del nombre la letra l (del inglés linker). Por
ejemplo, para CtA7l indica que se trata de la cohesina CtA7 con sus correspondientes
secuencias intermodulares.
3.2 clonación molecular
Los métodos de clonación molecular empleados en esta tesis se basan en los des-
critos en [Sambrook & Russell, 2001]. Todos los oligonucleótidos se sintetizaron por
Sigma-Aldrich (St. Louis, MO), los dNTPs se adquirieron a Invitrogen (Thermo Fisher
Scientific, Waltham, MA) y las enzimas usadas se adquirieron a distintos proveedores:
enzimas de restricción, polimerasa de ADN taq, polinucleótido quinasa y fosfatasa en
New England Biolabs (Ipswich, MA), enzimas de restricción y T4-ligasa a Fermentas
(Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA) y polimerasa de ADN phusion de Fynnzi-
mes (Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA). Las secuencias clonadas tras un paso
de PCR se secuenciaron en el servicio de secuenciación de Secugen S. L. (Madrid,
España). La transformación de los vectores se realizó en bacterias «z-competentes»
elaboradas mediante el procedimiento de Zymo Research (Irvine, CA). En las etapas
de clonación, se usaron las cepas XL1-Blue y DH5α.
Para determinar los extremos de los módulos cohesina cuya estructura no está re-
suelta se realizaron alineamientos de su secuencia con la de otras cohesinas de estruc-
tura conocida para estimar si realmente se había seleccionado el módulo completo y
minimizar así la posibilidad de trabajar con estructuras incompletas, lo que podría
afectar a las propiedades mecánicas estudiadas.
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3.2.1 Clonación de hetero-poliproteínas en pAFM
Para el análisis por SMFS, se generaron hetero-poliproteínas donde la cohesina de in-
terés se insertó en el vector pAFM [Steward et al., 2002], que fue amablemente cedido
por la Dra. Jane Clarke (Universidad de Cambridge). Este vector está basado en el vec-
tor de expresión pRSET-A (Invitrogen Thermo Fisher Scientific, Waltham, MA) al que
se han insertado 8 repeticiones del módulo marcador I27 de titina cardíaca humana,
cada una de ellas separada por una diana de restricción distinta. Esto permite selec-
cionar tanto el número como la posición de los módulos I27 que se van a reemplazar
por otra secuencia de interés para generar una hetero-poliproteína de forma directa.
Además, este vector incorpora una etiqueta de histidinas que se utiliza tanto para
la purificación de la poliproteína como para la unión a la superficie de cubreobjetos
funcionalizados con ácido nitrilotriacético (NTA)-Ni2+, y también incorpora 2 residuos
cisteína en el extremo C-terminal de la proteína resultante que permiten su unión a
superficies de oro usadas en experimentos de SMFS, en nuestro caso habitualmente
como recubrimiento de las puntas de las micropalancas.
En la mayoría de los casos se optó por las dianas KpnI y SpeI, lo que resulta en una
construcción del tipo (I27)3-Cohesina-(I27)2. De esta forma, dado el tamaño de un mó-
dulo cohesina (aproximadamente 15 kDa) y el de los módulos I27 (aproximadamente
10 kDa), las construcciones resultantes no son excesivamente grandes (unos 70 kDa)
como para comprometer su expresión en E. coli y el número de marcadores mono-
moleculares que es necesario observar en un experimento de SMFS es razonable. Esta
estrategia se empleó para generar las siguientes construcciones:
pAFM-CtA1: El módulo cohesina 1 de CipA de C. thermocellum (CtA1) se ampli-
ficó a partir de ADN genómico obtenido anteriormente [Valbuena et al., 2009].
Este se clonó entre las dianas KpnI/SpeI.
pAFM-CtA9: El módulo cohesina 9 de CipA de C. thermocellum (CtA9) se am-
plificó a partir del plásmido con la región conectora de la misma escafoldina
[Valbuena et al., 2009].
pAFM-CtA7l: El módulo 7 de CipA de C. thermocellum con las secuencias in-
termodulares (CtA7l) se amplificó a partir del plásmido pAFM-c7A [Valbuena
et al., 2009] que contiene el módulo deseado y se utilizaron unos oligonucleó-
tidos que incluían la secuencia codificante de las regiones intermodulares de
ambos extremos.
pAFM-CcC1l: El módulo 1 de CipC de C. cellulolyticum con sus secuencias in-
termodulares en ambos extremos (CcC1l) se amplificó a partir del plásmido
pET-Coh1B [Spinelli et al., 2000], amablemente cedido por el Dr. Henri-Pierre
Fierobe (Aix-Marseille Université-CNRS, Francia). Este plásmido contiene el mó-
dulo CcC1, que se amplificó empleando unos oligonucleótidos que contenían las
secuencias intermodulares correspondientes.
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pAFM-CcC3l: El módulo 3 de CipC de C. cellulolyticum con sus secuencias inter-
modulares (CcC3l) se obtuvo a partir de un vector generado en [Valbuena et al.,
2009] que contenía un fragmento de la escafoldina CipC que abarcaba desde el
módulo cohesina 1 hasta la mitad del 4 y que se había generado a partir de ADN
genómico. CcC3 presenta una elevada identidad de secuencia con otras cohesi-
nas de la escafoldina (incluyendo CcC2) por lo que se clonó en dos pasos: Se
realizó una PCR con un oligonucleótido capaz de reconocer el extremo 5’ de las
cohesinas 2, 3 y 4 y otro capaz de unirse a la región central de la cohesina 4. Esto
resultó en 3 productos de amplificación de tamaños distintos, correspondientes
a la región CcC2-4 (1.1 kb), CcC3-4 (650 pb) y CcC4 (200 pb). El fragmento de
650 pb se purificó mediante un gel de agarosa y se empleó como molde para una
segunda PCR en la que se emplearon oligonucleótidos específicos para el inicio
y final del módulo CcC3l. El producto de esta PCR se clonó entre las dianas
KpnI/SpeI.
pAFM-CcC8: El módulo 8 de CipC de C. cellulolyticum (CcC8) se amplificó a
partir de ADN genómico obtenido anteriormente [Valbuena et al., 2009].
pAFM-CcC123: La construcción con la región que contiene los módulos 1 a 3
de CipC de C. cellulolyticum se realizó en varios pasos. La cohesina CcC3 se
amplificó a partir de pAFM-CcC3l utilizando un oligonucleótido que introducía
una mutación puntual silenciosa (sin efecto en la secuencia de la proteína) en la
región de la secuencia intermodular de modo que incorporase una diana KpnI
y un oligonucleótido 3’ con la diana SpeI. La construcción se clonó en el vector
pAFM entre las dianas KpnI/SpeI. A continuación se amplificó la cohesina CcC1
a partir de pAFM-c1C [Valbuena et al., 2009] incorporando una diana BssHII en
el extremo 5’ y una mutación silenciosa en el extremo 3’ de modo que se generase
la diana KpnI. Esta secuencia se clonó en el vector mencionado entre las dianas
BssHII/KpnI con lo que se generó el plásmido pAFM-CcC1-intermodular-3. Fi-
nalmente la secuencia de CcC2 con la secuencia intermodular en 5’ se amplificó
a partir del plásmido generado en [Valbuena et al., 2009] con el fragmento entre
las cohesinas 1 y 4 de CipC. Se empleó una aproximación similar a la seguida
para pAFM-CcC3l seleccionando la banda de 1.1 kb en la PCR y empleando este
fragmento como molde de una segunda PCR con los oligonucleótidos adecuados
(ambos con dianas KpnI introducidas por mutación silenciosa y manteniendo la
secuencia intermodular del extremo 5’). El fragmento resultante se clonó por
extremos romos en el vector pT7-blue (Novagen, Merck Millipore, Darmstadt,
Alemania) cortado previamente con la diana SmaI (que también deja extremos
romos). El fragmento de la PCR contenía tanto CcC2 como CcC3, que se pudie-
ron distinguir mediante la secuenciación de varios clones. Finalmente, se digirió
el vector pT7-blue-CcC2 con KpnI y el fragmento se clonó en el vector pAFM-
CcC1-intermodular-3 para generar la construcción deseada pAFM-CcC123. La
construcción resultante se secuenció de nuevo para asegurar que era la correcta
y era de la forma (I27)2-CcC123-(I27)2.
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pAFM-AcA3: El módulo cohesina 3 de ScaA de A. cellulolyticus (AcA3) se amplifi-
có a partir del plásmido pET28-AcA3-CBM [Hamberg et al., 2014], amablemente
cedido por el Dr. Edward A. Bayer (Weizmann Institute of Science, Israel), y se
clonó entre las dianas KpnI/SpeI.
pAFM-AcA4: El módulo cohesina 4 de ScaA de A. cellulolyticus (AcA4) se amplifi-
có a partir del plásmido pET28-AcA4-CBM [Hamberg et al., 2014], amablemente
cedido por el Dr. Edward A. Bayer, y se clonó entre las dianas KpnI/SpeI.
pAFM-AcB4: El módulo cohesina 4 de ScaB de A. cellulolyticus (AcB4) se amplifi-
có a partir del plásmido pET28-AcB4-CBM [Hamberg et al., 2014], amablemente
cedido por el Dr. Edward A. Bayer, y se clonó entre las dianas KpnI/SpeI.
pAFM-AcC3: El módulo cohesina 3 de ScaC de A. cellulolyticus (AcC3) se amplifi-
có a partir del plásmido pET28-AcC3-CBM [Hamberg et al., 2014] amablemente
cedido por el Dr. Edward A. Bayer empleando unos oligonucleótidos diseñados
para insertar una diana KpnI en 5’ y NheI en 3’. El producto de PCR purificado
se digirió con las enzimas KpnI/NheI y se clonó en el vector pAFM previamen-
te digerido con las dianas KpnI/SpeI, aprovechando que las dianas NheI y SpeI
generan extremos compatibles.
3.2.2 Homo-poliproteína de cohesina
La homo-poliproteína de 8 repeticiones de CtA1 se generó en el vector de expresión
pET28a (Novagen, Merck Millipore, Darmstadt, Alemania). En primer lugar se ampli-
ficó por PCR la secuencia de CtA7 empleando unos oligonucleótidos diseñados para
introducir en el extremo 5’ la diana NheI y en el extremo 3’ la diana SpeI seguida de
dos codones para cisteína, dos codones de terminación y una diana XhoI. Este frag-
mento se clonó entre las dianas NheI/XhoI en el vector pET28a resultando un vector
que contenía una etiqueta de histidinas (para la purificación y unión de la proteína
en los cubreobjetos usados en los experimentos de SMFS), la secuencia de la cohesina
entre las dianas NheI-SpeI y dos cisteínas para el anclaje de la proteína a superficies
de oro ((CtA7)1). A continuación se amplificó la secuencia de CtA1 empleando como
molde la construcción pAFM-CtA1 y añadiendo las dianas NheI y SpeI en los extre-
mos 5’ y 3’, respectivamente. El fragmento resultante se clonó en el vector (CtA7)1
entre las dianas NheI/SpeI, sustituyendo la cohesina CtA7, para generar el vector
(CtA1)1. Aprovechando que NheI y SpeI forman extremos compatibles, se construyó
la poliproteína a base de clonar reiteradamente el fragmento entre las dianas NheI/S-
peI a otro vector igual cortado únicamente en la diana SpeI, sin generar una diana
reconocible por enzimas de restricción. De esta forma se puede generar un vector con
2, 4 y finalmente 8 repeticiones de la cohesina de interés ((CtA1)8).
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3.3 expresión
Las proteínas se expresaron en las cepas de E. coli BL21 (DE3), BLR (DE3) (Novagen,
Merck Millipore, Darmstadt, Alemania), BL21 Star (DE3) (Invitrogen) o C41 (DE3) [Mi-
roux & Walker, 1996]. Los cultivos se crecieron en medio LB durante 2-4 h a 37ºC hasta
alcanzar una densidad óptica medida a 595 nm (OD595) entre 0.5 y 0.8. A continuación
se añadió Isopropil-β-D-tiogalactopiranósido (IPTG) para inducir la expresión de las
distintas proteínas. En el caso de las proteínas para el análisis por SMFS la expresión se
llevó a cabo durante 4 h a 37ºC añadiendo 1 mM de IPTG. Cel8A (amablemente cedida
por el Dr. Edward A. Bayer) a 37ºC 4 h añadiendo de 1 mM IPTG y 1 mM CaCl2.
3.4 purificación
La purificación de las proteínas expresadas de forma recombinante en E. coli se
inició con la lisis del cultivo mediante el método de lisis enzimática [Sambrook &
Russell, 2001] empleando 1 mg/ml de lisozima y 1 % Tritón X-100. El tampón de lisis
empleado fue 50 mM de tampón fosfato de sodio/500 mM NaCl/50 mM imidazol, pH
7.4 para todas las proteínas a excepción de las que contenían doquerina (Cel8A, GFP-
XDoquerina y mini-escafoldinas) además de pAFM-CtA7 y pAFM-CtA2 [Valbuena
et al., 2009] para las que se empleó el tampón 20 mM Tris/500 mM NaCl/1 mM
CaCl2/50 mM Imidazol, pH 7.5.
Los distintos pasos del proceso de purificación se siguieron mediante PAGE en
condiciones desnaturalizantes por la presencia de SDS (PAGE-SDS), que se utilizó
también para evaluar la pureza de las muestras. La concentración de proteína se midió
a partir de su densidad óptica a 280 nm mediante NanoDrop (ThermoFisher Scientific,
Waltham, Massachusetts, USA) y su coeficiente de extinción molar, calculado mediante
ProtParam (http://web.expasy.org/protparam/).
3.4.1 Afinidad por Ni2+
Los clarificados se purificaron mediante cromatografía de afinidad por iones Ni2+
en columnas HisTrap HP 5 ml (GE Healthcare, Uppsala, Suecia) en un aparato FPLC
(ÄKTA Purifier, GE Healthcare). Los clarificados se cargaron en la columna empleando
como tampón de unión el mismo usado en la etapa de lisis y que también se usó para
lavar la columna. Finalmente las proteínas unidas se eluyeron empleando el mismo
tampón pero con una mayor concentración de imidazol (500 mM) para desplazar la
interacción entre la etiqueta de histidinas de las proteínas y la resina.
3.4.2 Purificación por intercambio iónico
En los casos en los que se estimó necesario (para Cel8A, pAFM-AcA3, pAFM-AcA4,
pAFM-AcB4 y pAFM-AcC3), se realizó otro paso de purificación empleando una co-
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lumna de cromatografía de intercambio aniónico HiTrap Q (GE Healthcare). Para ello
las muestras se concentraron en el tampón adecuado mediante ultrafiltración emplean-
do Amicon 3k o 10K (Merck Millipore, Darmstadt, Alemania). Los tampones usados
fueron 50 mM tampón fosfato de sodio/100 mM NaCl/1 mM DTT/1 mM EDTA a pH
8 para las muestras sin doquerina o alternativamente 50 mM Tris/100 mM NaCl/1
mM CaCl2, pH 8, para las que sí contenían doquerina. Las proteínas se cargaron a
la columna y esta se lavó en el mismo tampón de carga. A continuación se eluyeron
las proteínas realizando un gradiente desde el tampón de carga hasta un segundo
tampón con la misma composición pero con mayor concentración de NaCl (1 M).
3.4.3 Purificación por exclusión molecular
En la mayoría de las proteínas para análisis por SMFS se realizó una purificación por
cromatografía de exclusión molecular después del paso de purificación por afinidad.
Esta purificación se realizó empleando una columna Hiload 16/60 (GE Healthcare)
y usando un tampón que contenía 100 mM NaP/100 mM NaCl/1 mM DTT/1 mM
EDTA, pH 7.4. La muestra se concentró en un volumen inferior a 1.5 ml mediante
ultrafiltración y se cargó en la columna adaptando el flujo de circulación del tampón
al tamaño de la proteína.
3.5 análisis de proteínas
3.5.1 Western-Blot
El análisis por Western-Blot se realizó siguiendo protocolos habituales. Se emplea-
ron membranas Hybond ECL (GE Healthcare) a las que se transfirieron las proteínas,
que se detectaron empleando un anticuerpo monoclonal capaz de reconocer la etique-
ta de histidinas (Novagen) a una dilución 1:2000. Como anticuerpo secundario se usó
anti-IgG de ratón (animal del que proviene el anticuerpo primario) conjugado a pero-
xidasa de rábano (Novagen). El resultado se reveló mediante el sistema de detección
ECL (GE Healthcare).
3.5.2 Electroforesis en condiciones nativas
Las electroforesis en condiciones nativas (PAGE-nativa) se prepararon como los ge-
les PAGE-SDS pero empleando soluciones sin SDS y usando un tampón a pH 9.5 para
el gel separador. Una vez polimerizados, las muestras se cargaron en tampón de carga
para geles nativos (Laemli sin SDS [Sambrook & Russell, 2001]) y el gel se corrió a 90
V durante 3 h y 30 min. Como en los geles desnaturalizantes, una vez terminada la
electroforesis el gel se tiñó en solución de tinción con azul de Coomassie (40 % v/v
metanol, 10 % v/v ácido acético glacial, 0.25 % p/v Coomassie Brilliant Blue R-250) y
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posteriormente se incubó en solución de destinción (20 % v/v metanol, 5 % v/v ácido
acético glacial).
Estos geles se emplearon principalmente para comprobar la formación del complejo
cohesina:doquerina. Para este tipo de experimentos, las proteínas a estudiar se incu-
baron en tampón de interacción (50 mM Tris/300 mM NaCl/1 mM CaCl2, pH 7.5)
durante 1 h a 37ºC. A continuación las muestras se analizaron por PAGE-nativa usan-
do las mismas proteínas separadas como referencia.
3.6 espectroscopia de fuerza de moléculas individuales
3.6.1 Cubreobjetos
Para los experimentos de SMFS se emplearon cubreobjetos funcionalizados con NTA-
Ni2+, un grupo capaz de anclar la etiqueta de histidinas del extremo N-terminal de
las proteínas empleadas en esta tesis.
Para su preparación, los cubreobjetos se sumergieron durante una noche en una so-
lución 20 M de KOH y luego se colocaron bajo un flujo de agua MilliQ durante 1 h. A
continuación se incubaron en una solución al 2 % de 3-mercapto-propil-trimetoxisilano
(Sigma-Aldrich)/0.02 % ácido acético glacial a 90ºC durante 1 h. Después se lavaron
con agua MilliQ durante 1 h y posteriormente se incubaron 15 min en un horno
a 120ºC. Tras dejarlos enfriar a temperatura ambiente durante aproximadamente 10
min, los cubreobjetos se transfirieron a una solución 100 mM DTT durante 15 min
y después se lavaron con agua MilliQ durante 1 h. A continuación, se depositó so-
bre cada cubreobjetos una gota de aproximadamente 50 µl de una solución de 20
mg/ml de maleimida-C3-NTA (Laboratorios Dojindo), disuelta en 10 mM de ácido
3-(N-morfolino) propanosulfónico, pH 7.0 durante 30 min. Después de lavar con agua
MilliQ, se añadió a cada cubreobjetos una gota (60 µl) de 10 mM NiCl2 y se incubaron
durante 10 min. Por último, los cubreobjetos se lavaron brevemente en agua MilliQ
antes de su almacenamiento [Hervás et al., 2012].
Alternativamente, en los experimentos para estudiar la estabilidad mecánica de la
cohesina en presencia de doquerina se emplearon superficies de oro (Arrandee, Wert-
her, Alemania).
3.6.2 Aparato y micropalancas
La mayoría de los experimentos de SMFS realizados en esta tesis se empleó un AFM
no comercial cuyo modo de funcionamiento se ha descrito anteriormente [Valbue-
na et al., 2007]. Las mediciones para las construcciones pAFM-AcA4, pAFM-AcB4
y pAFM-AcC3 se realizaron en un AFM comercial Atomic Force Spectrometer (AFS,
Luigs and Neumann, Ratingen, Alemania).
Antes de cada experimento, la micropalanca se limpió durante 10-15 min con una
lámpara de UV/ozono (UV/Ozone ProCleanerTM Plus, Bioforce Nanoscience Inc.).
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La constante de muelle de cada micropalanca individual se calculó usando el teorema
de equipartición. Los experimentos se realizaron empleando micropalancas BL-RC
(Olympus, Tokyo, Japón) con una constante de muelle nominal de ∼ 30 pN/nm.
Las muestras empleadas para AFM consistían en proteínas purificadas a concentra-
ciones variables de 0.5 a 5 mg/ml. La cantidad de proteína usada en cada experimento
se determinó empíricamente, aumentando la cantidad en caso de no observar curvas
buenas o disminuyéndola en caso de observar curvas saturadas (con muchos picos no
identificables). La muestra se incubó en tampón adecuado (PBS/0.2 mM EDTA/5 mM
DTT, pH 7.4 para todas las proteínas a excepción de los experimentos para estudiar la
estabilidad mecánica de cohesinas en presencia de doquerinas en los que se empleó
el tampón de interacción) durante 10-15 min. A continuación se lavó la superficie 3
veces con el mismo tampón y se inició el experimento.
Al acercar el posicionador piezoeléctrico a la micropalanca a lo largo del eje Z, las
proteínas, depositadas sobre el sustrato, pueden anclarse por adhesión específica (a
través de dos residuos cisteina incorporadas en el extremo C-terminal de la proteí-
na) o adsorción a la punta de la micropalanca. El actuador piezoeléctrico fue retraído
varios cientos de nm para estirar las proteínas previamente ancladas. Excepto en los
experimentos de dependencia de velocidad, todos los experimentos de SMFS se realiza-
ron a una velocidad de estiramiento de 400 nm/s en el modo de velocidad constante.
3.6.3 Análisis de SMFS
Los datos obtenidos se analizaron utilizando el programa Igor Pro 6 (Wavemetrics)
empleando procedimientos previamente establecidos Valbuena et al. [2009]. La elas-
ticidad de las moléculas estiradas se analizó utilizando el modelo de elasticidad de
polímeros WLC. En las figuras se muestran las distribuciones de fuerza de desplega-
miento (altura del pico de fuerza) y ∆LC obtenidos con el ajuste del modelo, y se dan
los valores como media ± desviación estándar.
El criterio para seleccionar las curvas adecuadas para el análisis se basó en las cons-
trucciones realizadas. Para las construcciones con 5 módulos marcadores I27 (3 en el
extremo N-terminal y 2 en el C-terminal, para casi todas las construcciones excepto
pAFM-CcC123 y (CtA1)8) se identificó el patrón de la cohesina en cuestión a partir del
análisis de curvas con 4 ó 5 módulos marcadores (en esta geometría, 4 es el número
mínimo de marcadores que garantiza haber estirado la cohesina). Para pAFM-CcC123,
que consta de 4 módulos marcadores se seleccionaron registros con 3 ó 4 picos prove-
nientes de estos (3 es el número mínimo en esta construcción).
Se rechazaron aquellos registros con más de 5 marcadores, en los que no se observa-
ba el desanclado de la proteína o con longitud total claramente superior a la esperada
para la construcción. Una vez identificado el patrón de cada molécula se relajó el crite-
rio del número de marcadores incluyendo aquellos registros en los que se observaba
el desplegamiento de cohesina (con su patrón característico de ∆LC y un número de
módulos marcadores inferior (2 ó 3).
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3.7 modelado estructural
Los modelos estructurales usados para las simulaciones de dinámica molecular y
estirado por SMD se generaron usando el programa MODELLER (versión 9.1) [Sali
& Blundell, 1993]. Las secuencias de las proteínas se obtuvieron de la base de da-
tos Uniprot (www.uniprot.org) y se emplearon como secuencia pregunta en pBLAST
(http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi) [Altschul et al., 1990] limitando la bús-
queda sobre la base de datos de proteínas del PDB. La o las coincidencias con menor
valor-E se seleccionaron como moldes para generar el modelo estructural. El conjunto
de secuencias (moldes y objetivo) se alinearon mediante Clustal (http://www.ebi.ac.
uk/Tools/msa/clustalo/) [Sievers & Higgins, 2014] y se usaron como entrada para
MODELLER. En caso de disponer de más de una estructura o conformación de re-
siduos dentro de un mismo fichero PDB, se escogió por defecto la primera. Solo se
generó un modelo en cada caso.
La calidad de los modelos estructurales generados mediante MODELLER se validó
mediante el análisis de distintas características empleando PROSAweb [Wiederstein &
Sippl, 2007] y Procheck [Laskowski et al., 1993]. PROSAweb permite evaluar la calidad
global del modelo, mientras que Procheck analiza la estereoquímica de la estructura.
En concreto se tubo en cuenta el valor Z proporcionado por PROSAweb, que permite
su comparación con otras estructuras de tamaño similar, y se analizó el mapa de
Ramachandran para comprobar que la mayor parte de residuos se encontraban en
regiones favorables.
En particular se empleó esta técnica para la obtención de modelos estructurales
de las cohesinas CtA9, CtA1, CcC3 y CcC8, empleando como molde las estructuras
1AOH, 1ANU, 1G1K y 1G1K respectivamente.
Para modelar la estructura de la cohesina CtA7 interaccionando con doquerina, se
realizó un alineamiento estructural de dicha cohesina (código PDB: 1AOH) con la cade-
na correspondiente a la cohesina CtA2 interaccionando con la doquerina de Xyn10B
resuelta previamente (código PDB: 1OHZ) Carvalho et al. [2003]. A continuación se
eliminó la estructura de CtA2 del conjunto de forma que se obtuvo el modelo deseado
con CtA7 interaccionando con la doquerina de Xyn10B.
3.8 simulaciones
La simulaciones de dinámica molecular de las distintas estructuras de cohesinas
se realizaron utilizando un modelo de solvente implícito, realizando correcciones a
la energía debido a la exposición al solvente mediante el generalizado de Born con
correcciones de superficie [Tsui & Case, 2000]. Esto permite reducir el número de áto-
mos presentes en la simulación al eliminar las moléculas de agua pero aún así predice
cualitativamente las propiedades mecánicas de forma comparable a las simulaciones
donde se incluye el agua de forma explícita [Valbuena et al., 2009]. Las coordenadas
atómicas iniciales se obtuvieron de la base de datos del PDB [Berman et al., 2000] o
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a partir de modelos estructurales. Todos los pasos de simulación se realizaron con el
programa SANDER del paquete AMBER10 [Case et al., 2008] y se utilizó el campo de
fuerza AMBER99SB Cornell et al. [1995]. En el modelo de solvente se incluyó la pre-
sencia de 0.1 M de iones monovalentes. La superficie expuesta al solvente se calculó
mediante el método LCPO [Hawkins et al., 1996]. El potencial electrostático se truncó
a 10 Å disminuyendo hasta cero en 12 Å.
Para todas las estructuras, se realizaron en primer lugar 5000 pasos de minimización
energética y restringiendo la posición del los Cα (20 kcal/mol·Å2). A continuación,
empleando un paso de tiempo de 1 fs se aumentó la temperatura de la molécula desde
0 a 300 (ó 340) K a razón de 15 K/ps manteniendo la misma restricción que en el paso
de minimización. Una vez alcanzada la temperatura se eliminaron gradualmente las
restricciones en los Cα de la molécula durante 8 ps. A partir de este momento se
realizaron simulaciones de dinámica libre durante 10 ns.
La estructura obtenida cada 2 ns se empleó como punto de partida para simular el
proceso de estirado. Para ello se realizaron simulaciones de SMD aplicando una restric-
ción en la distancia de los Cα N- y C-terminales (5 kcal/mol·Å2) y dicha distancia se
aumentó a razón de 1 Å/ps.
Las trayectorias tanto de la dinámica libre como de los estirados por SMD se analiza-
ron mediante VMD [Humphrey et al., 1996] y los datos obtenidos se representaron con
Igor Pro 6 (Wavemetrics). La raiz de la desviación média cuadrática (RMSD) durante la
dinámica libre se calculó tomando como referencia la estructura al inicio de la dinámi-
ca libre y calculando el valor de RMSD para los átomos pesados del esqueleto peptídico
de la proteína. En el caso de la raiz de la fluctuación media cuadrática (RMSF), se cal-
culó la fluctuación de cada Cα durante los últimos 5 ns de la dinámica libre (donde la
molécula ya está estabilizada). Las curvas fuerza-extensión se calcularon a partir de
las trayectorias de las simulaciones de SMD a partir de la distancia entre los Cα de los
extremos N- y C-terminales. La fuerza se calculó como:
F = −k·(XN−Ct − t·v− XN−C0) (4)
Donde F es la fuerza, k es la constante de la restricción empleada en las simulaciones
(5 kcal/mol·Å2), XN−Ct es la distancia entre los Cα en el instante t, v es la velocidad
de estiramiento y XN−C0 la distancia entre los Cα al iniciar el estirado.
Para determinar la presencia de puentes de hidrógeno del parche mecánico se consi-
deró únicamente los átomos de la cadena peptídica y se emplearon los valores de 0.38
nm y 35 º como puntos de corte de la distancia y ángulo de los átomos candidatos.
3.8.1 Simulación del desplegamiento mecánico mediante simulaciones de Monte Carlo
Las simulaciones de Monte Carlo del proceso de desplegamiento mecánico de pro-
teínas para estimar sus parámetros cinéticos α0 y ∆xD se basaron en el método descrito
previamente [Rief et al., 1997, 1998]. Brevemente, se asume un modelo Markoviano de
desplegamiento en dos estados debido al efecto de la fuerza que obedece a la ecua-
ción 1 y donde la probabilidad de observar el desplegamiento de cualquier módulo
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en cada paso es dP = NαF∆t. Donde N representa el número de módulos plegados,
αF la tasa de desplegamiento (al aplicar fuerza) y Δt el intervalo de sondeo [Rief et al.,
1998]. αF se calcula a partir de la ecuación 1 (donde α y ∆xD son los parámetros de
interés) y la fuerza se calcula mediante el modelo WLC (asumiendo una p de 0.4 nm, y
KBT = 4.1 pN·nm a temperatura ambiente y ∆LC según los datos experimentales). Se
realizaron simulaciones a las mismas velocidades que en los experimentos empleando
Δt entre ms y µs para distintos valores de α y ∆xD y se determinaron los mejores va-
lores comparando las fuerzas calculadas con las obtenidas experimentalmente (menor
χ2).
Parte IV
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Los resultados obtenidos durante la tesis se presentan en dos partes: la primera
centrada en el análisis nanomecánico de módulos cohesina provenientes de varios
celulosomas y la segunda en el estudio de la relación entre la estabilidad mecánica de
los módulos cohesina y la actividad de los celulosomas de los que forman parte. Los
primeros constituyen evidencias indirectas de la hipótesis mecánica, mientras que los
segundos proveen evidencias directas al respecto.
4.1 nanomecánica de cohesinas individuales
El trabajo de esta tesis se inició con la caracterización de módulos cohesina indivi-
duales. En concreto se trabajó con componentes de los celulosomas de C. thermocellum,
C. cellulolyticum y A. cellulolyticus con el objetivo de profundizar en el conocimiento del
comportamiento mecánico de estos, así como estudiar la generalidad de la hipótesis
mecánica al trabajar con celulosomas muy diversos.
4.1.1 Nanomecánica de cohesinas de C. thermocellum
Como se ha comentado anteriormente (sección 1.7), el módulo cohesina 2 de CipA
de C. thermocellum (CtA2), perteneciente a la región externa, presenta una estabilidad
mecánica inferior a la del módulo 7 (CtA7), de la región conectora [Valbuena et al.,
2009]. Esto es coherente en el marco de la hipótesis mecánica del celulosoma que es
la hipótesis de trabajo asumida en esta tesis. Estos módulos se escogieron por tratarse
de los únicos de los que se disponía de estructura cristalográfica para esa escafoldina.
La primera pregunta que nos planteamos abordar en esta tesis es si las propiedades
descritas para estas cohesinas específicas son representativas de las cohesinas de cada
región de la escafoldina como predice la hipótesis de trabajo.
Los módulos cohesina de CipA presentan un alto grado de identidad [Gerngross
et al., 1993], especialmente entre las cohesinas de la región conectora [Valbuena et al.,
2009]. En concreto, los módulos 3 a 8 presentan un 92 % de residuos idénticos mien-
tras que el módulo 9 comparte solo un 78 % de sus residuos con el módulo 8 (Figura
12). Dada la elevada conservación de los módulos 3 a 8, es de esperar que su compor-
tamiento mecánico sea muy parecido al de CtA7, por lo que se puede asumir que el
comportamiento ya descrito probablemente sea representativo de todos estos módu-
los. Sin embargo, parece interesante estudiar el módulo 9 (CtA9) pues se encuentra en
la región conectora y su estabilidad mecánica podría ser muy diferente a la de CtA7 ya
estudiado. Por otro lado, el módulo 1 (CtA1) y CtA2, de la región externa, presentan
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una identidad bastante menor (especialmente CtA1) por lo que también es interesante
su estudio.
Figura 12: Alineamiento de las secuencias de los módulos cohesina de CipA de C. thermocellum.
La linea azul separa los módulos de la región externa (1 y 2) de los de la región
conectora (3 a 9). CtA1, CtA2 y CtA9 son los módulos que presentan más diferencias
comparado con el resto de secuencias, que presentan un elevado grado de identidad
entre ellas.
Para examinar experimentalmente la estabilidad mecánica de los módulos cohesina
de CipA se generaron dos construcciones similares a las descritas en [Valbuena et al.,
2009] que contenían CtA1 (pAFM-CtA1) o CtA9 (pAFM-CtA9) flanqueados por 3 y 2
módulos I27 marcadores (Figura 13.D).
El análisis de SMFS mediante AFM se realizó a 400 nm/s, con el fin de obtener re-
sultados comparables con los ya publicados [Valbuena et al., 2009]. Los resultados
obtenidos se resumen en la Figura 13.
Se puede observar que la estabilidad mecánica observada para CtA1 fue incluso
menor (124 ± 25 pN) que la de CtA2 (214 ± 41 pN) ya estudiado a la misma velocidad.
Por otro lado, CtA9 mostró una estabilidad mecánica muy similar a la de CtA7 (480 ±
77 pN) y claramente mucho mayor que la de las cohesinas de la región externa. Estos
resultados indicaron que a pesar de las diferencias en secuencia, la estabilidad mecá-
nica de los módulos cohesina de la región conectora de CipA es claramente superior
a la medida para los de la región externa, resultado que está plenamente de acuerdo
con la hipótesis de trabajo.
La distribución de ∆LC de estos módulos (Figura 13.C) indicó que todas las cohesinas
de CipA liberaban, tras las rotura del módulo, una longitud de secuencia similar (49.2
± 1.3 nm para CtA1 y 49 ± 0.9 nm para CtA9). Esto indicó que muy probablemente el
parche mecánico de estas cohesinas se encuentra en la misma posición ya que tienen
estructuras muy similares. El ∆LC máximo que se puede esperar para una proteína se
puede estimar a partir del ∆LC de un aminoácido [Ainavarapu et al., 2007] y el número
de residuos presentes en la proteína. Dado que estos módulos cohesina tienen unos
140 residuos, el ∆LC de un aminoácido es de 0.4 nm y teniendo en cuenta que estos
módulos plegados miden unos 4 nm, el máximo ∆LC esperado es de unos 52 nm. Este
valor corresponde muy bien con los valores medidos lo que es indicativo de que el
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Figura 13: Resultados del análisis por SMFS de CtA1 y CtA9. A) Representación de la escafol-
dina CipA donde se indican las regiones conectora y externa y se destacan en el
correspondiente color los módulos estudiados. B) Distribución de fuerzas de des-
plegamiento observadas para CtA1 (arriba en verde, FD = 124 ± 25 pN; n = 70) y
CtA9 (abajo en azul, FD 460 ± 110 pN; n=59). También se muestran la distribución
de fuerzas de desplegamiento para el marcador I27 obtenidos en cada caso (FD = 192
± 27 para CtA1; FD = 208 ± 43 pN para CtA9). C) Histogramas de ∆LC liberados tras
el desplegamiento de CtA1 (∆LCCtA1 = 49.2 ± 1.3 nm, ∆LC I27 = 27.4 ± 0.6 nm, arriba
en verde) y CtA9 (∆LCCtA9 = 49 ± 0.9 nm, ∆LC I27 = 27.8 ± 0.6 nm, abajo en azul). D)
Esquema de las construcciones empleadas en estos experimentos (arriba). Debajo,
curvas fuerza-extensión obtenidas en experimentos con cada construcción. El pico
correspondiente al desplegamiento de la cohesina se indica en su color correspon-
diente.
parche mecánico se encuentra cerca de los extremos del módulo cohesina, tal y como
se había identificado para los módulos ya estudiados [Valbuena et al., 2009].
Por otra parte, se puede observar también (Figura 13.B y C) que los resultados
obtenidos para el marcador I27 coinciden entre ellos y con los descritos previamente
[Carrion-Vazquez et al., 1999b]. El módulo I27 se usó en estas construcciones como
marcador para poder identificar las moléculas estiradas pero a la vez, dado que sus
propiedades mecánicas son conocidas, se empleó como control interno de que las
medidas eran comparables.
A continuación, para profundizar en la caracterización mecánica de estos módulos,
se determinaron los parámetros cinéticos del desplegamiento mecánico de CtA1 y
CtA9 realizando experimentos de SMFS a distintas velocidades (Figura 14.A) [Rief et al.,
1997, 1998].
Se realizaron simulaciones de Monte Carlo variando los parámetros α0 y ∆xD hasta
obtener unos valores que reproducían las fuerzas medidas experimentalmente a cada
velocidad (Figura 14.B). Los resultados obtenidos indicaron que ∆xD de CtA1 (0.31 nm)
es similar al de I27 (0.25 nm) pero mayor que el de CtA9 (0.17 nm).
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Figura 14: Determinación de los parámetros cinéticos del desplegamiento mecánico de CtA1
y CtA9. A) Fuerza de desplegamiento medida en función de la velocidad de estira-
miento en los experimentos de SMFS para CtA1 (en verde), CtA9 (en azul) e I27 (en
negro). Los datos de I27 corresponden a los obtenidos con los marcadores en la cons-
trucción pAFM-CtA9. Para CtA1 se empleó la construcción (CtA1)8 que contiene 8
repeticiones del módulo CtA1. B) Tabla resumen de los valores obtenidos para α0 y
∆xD para cada módulo estudiado. Estos valores se estimaron mediante simulaciones
de Monte Carlo (sección 3.8.1).
Para caracterizar el parche mecánico de estos dos módulos se han realizado simu-
laciones de SMD para determinar a nivel atómico los determinantes de la estabilidad
mecánica de cada módulo. Para poder realizar las simulaciones de MD es necesario
disponer de la estructura de la molécula [Amber, 2012]. La estructura cristalográfica
de la cohesina 9 se había resuelto previamente junto a otros elementos del celulosoma
de C. thermocellum (código PDB: 3KCP [Adams et al., 2010]) y para realizar las simu-
laciones se seleccionó la parte de la estructura correspondiente al módulo cohesina
(residuos 9 a 149 de la cadena A).
Sin embargo, la estructura de cohesina 1 no está disponible en PDB por lo que para
poder realizar el estudio mediante SMD se optó por emplear modelado por homología
para obtener un modelo atómico de su estructura. Esta aproximación se basa en que la
estructura de una proteína está más conservada durante su evolución que su secuencia
por lo que en general, cuando 2 proteínas presentan más de un 40 % de residuos
idénticos, suelen presentar la misma estructura global [Eswar et al., 2006]. En el caso
de las cohesinas es habitual encontrar identidades superiores al 40 % [Gerngross et al.,
1993] y además, todos los módulos cohesina cristalizados hasta el momento muestran
que su plegamiento es bastante similar (sobre todo entre las del mismo tipo). Por
todo ello el uso de modelado estructural por homología pareció muy adecuado para
obtener la estructura de estos módulos.
Para estudiar la viabilidad de esta aproximación se usó MODELLER [Sali & Blun-
dell, 1993] para calcular en primer lugar un modelo estructural de CtA9 empleando
la estructura de CtA7 (código PDB: 1AOH [Tavares et al., 1997]) como molde ya que es
con la que presenta mayor identidad (76.4 %). La calidad global del modelo se estudió
mediante el valor-Z obtenido en PROSAweb [Sippl, 1993, Wiederstein & Sippl, 2007],
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que es una medida global de la calidad de un modelo. El valor obtenido fue de -6.15
que es un valor similar al calculado para estructuras de tamaño comparable resueltas
experimentalmente. A continuación se empleó Procheck [Laskowski et al., 1993] para
estudiar la calidad estereoquímica de la estructura generada. El análisis indicó que la
mayoría de los residuos (94.8 %) se encontraban en conformaciones favorables mien-
tras que el resto lo estaban en regiones permitidas. El modelo de CtA9 se comparó
con la estructura cristalográfica observando que el RMSD entre los átomos pesados del
esqueleto peptídico era de 0.71 Å, valor que está por debajo de la resolución de la es-
tructura cristalográfica, indicando que ambas estructuras eran muy similares (Figura
15.A y B).
El modelo y la estructura cristalográfica de CtA9 se emplearon como punto de par-
tida para realizar simulaciones de MD. Las estructuras se sometieron a varios pasos
de preparación (ver sección 3.8) antes de realizar 10 ns de dinámica libre. El aná-
lisis del RMSD durante la dinámica libre muestra que ambas estructuras alcanzaron
rápidamente una conformación estable (Figura 15.C). Por otro lado, el análisis de las
fluctuaciones de cada Cα (Figura 15.D) durante los últimos 5 ns de dinámica libre mos-
tró que ambas estructuras presentaban un comportamiento muy similar: coincidían la
posición de los máximos y mínimos en las dos estructuras y estos coincidían con los
bucles y regiones de estructura secundaria de la proteína, respectivamente. La mayor
diferencia se encontró sobre la posición 60 donde el modelo presenta mayores fluc-
tuaciones que la estructura, sin embargo esta región está alejada del posible parche
mecánico de la molécula por lo que es improbable que tuviese mucho efecto sobre
este (Figura 15.B).
La estructura de cada módulo cada 2 ns de dinámica libre se usó como punto de
partida para simular el estirado de la proteína como en el AFM mediante SMD. Las
curvas fuerza-extensión del modelo y la estructura cristalográfica de la cohesina 9 re-
sultaron muy parecidas entre ellas (Figura 15.E). Al principio del estirado apareció un
pico de fuerza alto que coincidía con la rotura de los puentes de hidrógeno entre la
primera y la última hebra β del módulo. Este pico representa la rotura del parche me-
cánico y aparece en una posición similar a la del pico observado en los experimentos
de AFM por lo que se asume que describe este mismo proceso. Además, este coincidía
con la posición de este elemento mecánico en las otras cohesinas descritas [Valbuena
et al., 2009]. Se observó también la presencia de otros picos atribuidos a la rotura de
intermedios aunque estos no se detectaron en los experimentos de AFM. En concreto,
se observó un primer intermedio (segundo pico en la curva) cuando la extensión entre
los extremos era de unos 15 nm en la que las hebras 1, 8 y 9 se han estirado y separado
del resto del módulo que sigue plegado. A continuación, a una extensión cercana a 30
nm se observó un tercer pico originado al romper los contactos entre las hebras 3 y
7, y que está más definido en las curvas provenientes de la estructura cristalográfica
que en las del modelo (Figura 16). Estos resultados indican que ambas estructuras se
despliegan siguiendo una ruta similar.
La estabilidad mecánica (fuerza promedio de rotura del parche mecánico) del mo-
delo (760 ± 130 pN) fue un poco mayor que la de la estructura cristalográfica (650 ± 52
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Figura 15: Validación del modelado molecular para la realización de simulaciones de SMD con
cohesinas. A) La superposición de la estructura modelada (azul claro) y la estructu-
ra cristalográfica (azul oscuro) muestra que ambas estructuras son muy parecidas
(RMSD = 0.71 Å). B) Otra vista de la superposición de la estructura modelada y la
cristalográfica. En rojo se indica el bucle de la posición 60. C) Evolución del RMSD
del esqueleto peptídico durante la etapa de dinámica libre. Se puede observar que
ambas estructuras alcanzan rápidamente una conformación estable. D) RMSF de los
Cα durante los últimos 5 ns de dinámica libre. Ambas estructuras presentan un pa-
trón similar donde los mínimos coinciden con las zonas con estructura secundaria.
E) Curva fuerza-extensión calculada a partir de una simulación del estirado de cada
estructura tras 10 ns de dinámica libre. Se muestra la estructura en distintos puntos
de la simulación correspondientes a los picos de fuerza. En ambas simulaciones la
estructura presente en los distintos picos de fuerza son similares y presentan los
mismos elementos de estructura secundaria formados. En rojo se representan los
Cα terminales, que corresponden a los puntos desde los que se estira la molécula.
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pN) (Figura 16). Esto podría ser un reflejo de que algunas cadenas laterales se encon-
traban en conformaciones ligeramente distintas (el RMSD de todos los átomos era de
3.05 Å) lo que podría haber originado contactos adicionales. Las fuerzas obtenidas en
las simulaciones fueron claramente más altas que las observadas en los experimentos
de SMFS ya que la velocidad de estiramiento en las simulaciones era muy superior.
En conjunto, estos resultados indicaron que el modelo presentaba un comporta-
miento en simulaciones muy similar al de la estructura cristalográfica, incluyendo
la presencia del parche mecánico y la misma ruta de desplegamiento, con lo que se
validó la estimación de la estabilidad mecánica de módulos cohesina mediante esta
aproximación.
El mismo proceso de SMD se llevó a cabo con el modelo de CtA1 empleando la es-
tructura de CtA2 (código PDB: 1ANU [Shimon et al., 1997]) como molde, ya que es con
la que presenta mayor identidad de secuencia (69 %). El valor-Z para este modelo fue
de −5.5, también muy parecido a los obtenidos para estructuras de este tamaño mien-
tras que el análisis con Procheck indicó que el 90.5 % de los residuos se encontraban
en las regiones más favorables y el resto en permitidas. En la Figura 16 se muestran
los resultados de las simulaciones de los estiramientos obtenidos para CtA1 y CtA9.
En todas ellas se observó la presencia de un pico de fuerza al principio del proceso
de estirado (flechas en la Figura 16) que coincidía en su posición con el pico obser-
vado en los experimentos. Para CtA1, se calculó una estabilidad mecánica de 560 ±
80 pN, inferior a la calculada para CtA9. Como se puede observar, las estabilidades
mecánicas obtenidas por SMD siguen un comportamiento similar al observado en los
experimentos: las cohesinas de la región conectora presentan mayor estabilidad mecá-
nica que las de la región externa, aunque en las simulaciones la estabilidad mecánica
de CtA1 es mayor que la calculada para CtA2 (470 ± 80 pN) [Valbuena et al., 2009].
El análisis detallado de los determinantes moleculares del primer pico de fuerza
en las tres estructuras indicó que este coincidía con la rotura de varios puentes de
hidrógeno (CtA1: 8, CtA9 modelo: 7, CtA9 cristal: 8) entre residuos de las hebras 1 y
9, región que se identificó como el parche mecánico de estos módulos. Al estirar estos
módulos, los puentes de hidrógeno del parche mecánico permitirían resistir la fuerza
aplicada pero, una vez rotos estos puentes, las hebras 1 y 9 se desplazan una respecto
a la otra y el módulo se abre quedando expuestos a la fuerza los residuos que antes
estaban protegidos.
Finalmente, según la ecuación 2, es de esperar que la temperatura tenga un efecto
sobre la estabilidad mecánica de la proteína. Las simulaciones anteriores se realizaron
a 300 K, una temperatura similar a la de los experimentos que se hacen a temperatura
ambiente. Sin embargo, C. thermocellum es un organismo termófilo con una tempe-
ratura óptima de crecimiento de unos 60ºC (~340 K) [McBee, 1954], por lo que las
simulaciones (dinámica libre y estiramientos) se repitieron a esa temperatura para ob-
tener resultados más realistas. En la Figura 16 se puede observar que, como era de
esperar, al aumentar la temperatura las fuerzas observadas fueron sistemáticamente
inferiores pero la relación de estabilidades mecánicas se mantuvo, siendo los módulos
de la región conectora de mayor estabilidad mecánica que los de la región externa.
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Figura 16: Simulaciones del estirado de cohesinas de C. thermocellum. Se muestran las 6 curvas
fuerza-extensión calculadas a partir de las trayectorias de las simulaciones del esti-
rado de cada estructura a 300 K (linea continua) y 340 K (línea discontinua) para
A) CtA1 en verde, B) CtA9 (estructura modelada) en azul claro y C) CtA9 (estructu-
ra cristalográfica) en azul oscuro. La fuerza promedio de desplegamiento de CtA1
(560 ± 80 pN a 300 K y 375 ± 48 pN a 340 K) era inferior a la de CtA9 tanto en la
estructura cristalográfica (650 ± 52 pN a 300 K y 497 ± 87 pN a 340 K) como en el
modelo (760 ± 130 pN a 300 K y 480 ± 150 pN a 340 K). Las fuerzas de desplega-
miento se vieron reducidas en todos los casos al aumentar la temperatura aunque
se mantuvo el orden relativo entre las distintas estructuras. En la parte inferior se
muestra la estructura de cada módulo en el máximo del primer pico de fuerza don-
de se ha destacado la primera y última hebra de cada módulo, que componen el
parche mecánico de estas proteínas.
4.1.2 Nanomecánica de cohesinas de C. cellulolyticum
Para C. cellulolyticum no se ha identificado ningún elemento concreto que sugiera
que su escafoldina esté unida a la célula [Ferdinand et al., 2013]. Esto descartaría a
priori que sus cohesinas estén sometidas a estrés mecánico, sin embargo se ha com-
probado que C. cellulolyticum se une a celulosa y que en mutantes deficientes en CipC
esta unión está muy afectada [Ferdinand et al., 2013]. Por tanto, no se puede descartar
que las cohesinas de CipC estén sometidas a estrés mecánico mediante algún tipo de
interacción entre algún componente de superficie todavía no identificado.
El análisis de la secuencia de las cohesinas de CipC mostró, como en el caso de C.
thermocellum, que la mayoría de módulos (1 a 7) son muy parecidos (más de 80 % de
residuos idénticos entre cualquier par de módulos) mientras que la última cohesina
(módulo 8, CcC8) presenta una secuencia que difiere bastante de la del resto (Figura
17). Para estudiar la estabilidad mecánica de CcC8 se realizó una construcción ade-
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Figura 17: Alineamiento de las secuencias de los módulos cohesina de CipC de C. cellulolyti-
cum. Se puede observar que CcC8 es la que presenta más diferencias (~60 % respecto
a cualquiera de las otras cohesinas) mientras que el resto presentan una identidad
mucho mayor (~90 % entre cualquiera de las cohesinas 1-7).
cuada para el análisis por SMFS en el vector pAFM (pAFM-CcC8, Figura 18.D), que se
analizó en las mismas condiciones que los módulos anteriores (sección 4.1.1).
Las curvas de fuerza-extensión (Figura 18.D) mostraron un único pico atribuible a la
cohesina que liberaba una longitud de 48.1 ± 0.8 nm (Figura 18.C). Este comportamien-
to es muy similar la de las cohesinas de C. thermocellum, sin embargo el histograma de
fuerzas (Figura 18.B) indica que su estabilidad mecánica es inferior (346 ± 58 pN) a la
de la cohesina 1 de la misma escafoldina (CcC1, 425 ± 53 pN [Valbuena et al., 2009]),
pero aún así superior a la de las cohesinas de la región externa de C. thermocellum.
La estructura de CcC8 tampoco está resuelta por lo que se empleó de nuevo el
modelado por homología para obtener un modelo estructural de la misma. Se empleó
como molde la estructura de CcC1 (código PDB: 1G1K [Spinelli et al., 2000]) ya que
es la estructura conocida con la que presenta mayor identidad (60.7 %). La calidad
global del modelo se estudió como en los modelos de cohesinas de C. thermocellum
analizando su valor-Z (-5.64, de nuevo similar a los valores obtenidos para proteínas
de tamaño parecido) mientras que la calidad estereoquímica se evaluó con Procheck,
que indicó que el 89.2 % de los residuos se encontraban en regiones favorables y el 10 %
en regiones permitidas, con solo 1 residuo fuera de esta región. El RMSD de los átomos
pesados del esqueleto peptídico del modelo durante la dinámica libre (Figura 18.E)
aumenta rápidamente hasta alcanzar un valor estable indicando que se encuentra en
un mínimo energético.
El análisis de las simulaciones de SMD mostró de nuevo la presencia de un pico al
inicio del proceso de estirado, como en el caso de los experimentos, que se atribuyó
a la rotura de 7 puentes de hidrógeno entre las hebras 1 y 9, identificado como el
parche mecánico de la molécula. La estabilidad mecánica calculada en las simulaciones
fue de 568 ± 86 pN, similar al obtenido para CcC1 (630 ± 70 pN) [Valbuena et al.,
2009]. Se observó la presencia de picos de fuerza correspondientes a la rotura de
intermedios equivalentes a los observados en las simulaciones de SMD con módulos
de C. thermocellum. Esto indica que, a pesar de las diferencias a nivel de secuencia
entre las cohesinas de ambos organismos, las cohesinas estudiadas hasta el momento
siguen una ruta de desplegamiento similar.
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Figura 18: Resultados del estirado de CcC8. A) Esquema de la escafoldina CipC de C. cellu-
lolyticum donde se resalta CcC8 en marrón. B) Distribución de fuerzas de desplega-
miento observadas para el módulo CcC8 en marrón (346 ± 58 pN; n = 119) y para el
marcador I27 en negro (219 ± 40 pN). C) Distribución de ∆LC de CcC8 (48.1 ± 0.8 nm)
y el marcador I27 (27.6 ± 0.6 nm). D) Esquema de la construcción empleada para el
estudio y registro fuerza-extensión obtenido con la construcción. E) Evolución del
RMSD del modelo estructural de CcC8 durante la dinámica libre. F) Superposición
de 6 curvas fuerza-extensión calculadas a partir de las trayectorias de las simulacio-
nes del estirado del modelo. La estabilidad mecánica calculada para el primer pico
(marcado con una flecha) fue de 568 ± 86 pN. G) Estructura de CcC8 en el máximo
del primer pico de fuerza (flecha en F) durante una de las simulaciones de estirado.
Se destaca la primera y última hebra del módulo que forman el parche mecánico
de la molécula.
4.1.3 Nanomecánica de cohesinas de A. cellulolyticus
Para completar el estudio de módulos cohesina individuales se decidió abordar el
análisis nanomecánico de módulos cohesina de A. cellulolyticus. El celulosoma de este
microorganismo se ancla a su superficie pero es más complejo que el de C. thermo-
cellum ya que la escafoldina que une las enzimas, ScaA, se une a la escafoldina de
superficie ScaC a través de una tercera escafoldina ScaB (Figura 5.B) [Hamberg et al.,
2014]. En ScaA se distinguen de nuevo la región externa, que incluye las 3 cohesi-
nas del N-terminal de la proteína, y la región conectora, que presenta 4 cohesinas.
La identidad de secuencia entre las cohesinas de este organismo es muy variable (41-
97 %) [Dassa et al., 2012]. El alineamiento de estas secuencias mostró que, a diferencia
de C. thermocellum las cohesinas de la región externa de ScaA presentan una elevada
proporción de residuos idénticos (~90 %) mientras que las de la región conectora va-
rían bastante entre si (~60 %) y respecto a las de la región externa. Se seleccionaron las
cohesinas 3 y 4 (AcA3 y AcA4) como representantes de la región externa y conectora,
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respectivamente, aunque en el caso de la región conectora hay otros módulos bastante
diferentes (especialmente el 7).
La escafoldina ScaB está compuesta por módulos cohesina de tipo II, mientras que
en ScaC son de tipo I [Dassa et al., 2012]. Se puede ver que al unirse el celulosoma al
sustrato y a la célula, las cohesinas 2 a 4 y 2 a 3 de ScaB y ScaC respectivamente se en-
cuentran entre los puntos de anclaje del sistema. La cohesina 1 de las dos escafoldinas
también podría estarlo pero con una geometría distinta a las otras que se estirarían
desde los extremos N- y C-terminales, como en el AFM. Para obtener información del
comportamiento mecánico de las cohesinas de este celulosoma, se escogieron las cohe-
sinas 4 de ScaB (AcB4) y 3 de ScaC (AcC3) para su análisis nanomecánico, por tratarse
de las más conservadas dentro de la propia escafoldina.
Las cuatro cohesinas seleccionadas se clonaron en el vector pAFM y se procedió
al análisis de las proteínas resultantes por SMFS. En todos los casos las cohesinas se
desplegaron mostrando un único pico de fuerza (Figura 19.D), incluyendo la AcB4 que
es la primera cohesina de tipo II que se estudia por SMFS. Como se puede observar en
la Figura 19, AcA4 muestra una elevada estabilidad mecánica (442 ± 49 pN) similar
a la otras cohesinas de la región conectora de CipA de C. thermocellum y claramente
superior a la de AcA3 (209 ± 54 pN) que se encuentra en la región externa. Este
resultado es similar al obtenido para las cohesinas de CipA de C. thermocellum y de
nuevo está de acuerdo con la hipótesis mecánica planteada.
Sorprendentemente, el análisis nanomecánico de AcB4 reveló que esta presenta una
estabilidad mecánica (259 ± 39 pN) comparable a la de AcA3 a pesar de encontrarse
entre los puntos de anclaje, región en la que según la hipótesis de trabajo se espera-
ría encontrar módulos de alta estabilidad mecánica. Finalmente, AcC3 presenta una
estabilidad mecánica elevada (455 ± 51 pN), similar a la de AcA4. Hay que destacar
que para AcA4, AcB4 y AcC3 los resultados son aún preliminares ya que el número
de datos es bajo para poder hacer una buena estimación de su estabilidad mecánica.
Sin embargo, la distribución de fuerzas de desplegamiento en ambos casos está bas-
tante centrada por lo que no es de esperar que al aumentar el número de moléculas
analizadas el valor presentado cambie drásticamente.
4.2 nanomecánica de fragmentos del celulosoma
Los resultados presentados hasta el momento sobre la nanomecánica del celulosoma
se limitan a dominios cohesina aislados y provenientes de distintas especies y escafol-
dinas. En un siguiente paso se planteó incluir en el estudio otros elementos presentes
en el celulosoma y que podrían influenciar su respuesta mecánica. De esta forma se
pretende obtener una visión más completa, lo más cercana posible al complejo natural.
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Figura 19: Análisis nanomecánico de varias cohesinas representativas de A. cellulolyticus. A)
Representación de parte del celulosoma de A. cellulolyticus donde se muestran las
escafoldinas ScaA, ScaB y ScaC en las que se destacan los módulos cohesina estu-
diados. B) Distribución de fuerzas de desplegamiento para AcA3 (arriba en verde,
FD = 209 ± 54 pN; n = 188), AcA4 (en rojo, FD = 442 ± 49 pN; n = 21), AcB4 (en
amarillo, FD= 259 ± 39 pN; n = 14) y AcC3 (en azul, FD = 455 ± 51 pN; n = 18). En
cada histograma se incluye también la distribución de fuerzas de desplegamiento
de los módulos marcadores correspondientes (FD AcA3= 197 ± 31 pN; FD AcA4 = 220
± 31 pN; FD AcB4 = 215 ± 27 pN; FD AcC3 = 218 ± 32 pN). C) Distribución de ∆LC pa-
ra AcA3 (47.4 ± 1.5 nm), AcA4 (49.6 ± 0.7 nm), AcB4 (57 ± 0.9 nm), AcC3 (50.2 ±
0.9 nm) y de los correspondientes módulos marcadores (27.9 ± 0.5 nm; 28.4 ± 0.5
nm; 28 ± 0.3 nm; 28.6 ± 0.5 nm). D) Esquema de la construcción empleada para el
análisis nanomecánico de estas proteínas y ejemplos de curvas de fuerza-extensión
obtenidas para cada una de ellas. El desplegamiento de cada módulo se indica con
su color correspondiente.
4.2.1 Nanomecánica de cohesinas con secuencias intermodulares
En [Valbuena et al., 2009] se había abordado por primera vez el estudio nanomecá-
nico de componentes del celulosoma. En ese estudio, además de módulos cohesina
independientes tanto de la escafoldina CipA de C. thermocellum como CipC de C. ce-
llulolyticum, se realizaron experimentos de SMFS para medir la estabilidad mecánica
de la región entre cohesina 3 y 8 de CipA (CtA3-8) y entre cohesina 1 y 7 de CipC
(CcC1-7). Los resultados mostraban que en el caso de CipA la estabilidad mecánica
de CtA7 (480 ± 77 pN) era similar a la observada promediando los distintos módulos
cohesina de la región conectora de esta proteína (CtA3-8, 495 ± 108 pN). Sin embargo,
en el caso de CipC, se observó que la estabilidad mecánica promedio de CcC1-7 (592 ±
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111 pN) era superior a la del módulo 1 (CcC1, 425 ± 53 pN). Hay varias posibilidades
que podrían explicar estos resultados:
La estabilidad mecánica de CcC1 es inferior a la de la mayoría de cohesinas de
esa escafoldina. Esto parece poco probable dado el elevado grado de identidad
entre la secuencia de CcC1 y el resto de cohesinas de la escafoldina (Figura 17).
A diferencia de la construcción con CcC1, en CcC1-7 se incluyen las secuencias
intermodulares que separan cada módulo cohesina. Por un lado esto podría
permitir la formación de nuevos contactos entre los residuos adicionales y los
módulos adyacentes que estabilizasen a las cohesinas. Por otro lado, la presencia
de múltiples repeticiones cohesina podría promover que se formen contactos
entre estas que estabilizasen a las cohesinas.
Para indagar en el origen de estos resultados, se realizaron dos construcciones simila-
res a las descritas anteriormente [Valbuena et al., 2009] y en los experimentos de las
secciones 4.1.1, 4.1.2 y 4.1.3 pero incorporando esta vez las secuencias intermodulares
que flanquean en ambos lados al módulo CtA7 y al módulo CcC1, generando las cons-
trucciones pAFM-CtA7l (Figura 20.A) y pAFM-CcC1l (Figura 21.A) que se analizaron
por SMFS a una velocidad constante de 400 nm/s, de forma que los resultados fuesen
comparables a los publicados [Valbuena et al., 2009].
Figura 20: Análisis nanomecánico de la construcción pAFM-CtA7l. A) Esquema de la cons-
trucción empleada en los experimentos, que incluye además de CtA7 las secuencias
intermodulares de 22 residuos en ambos extremos. B) Distribución de fuerzas de
desplegamiento de CtA7l en rojo (529 ± 82 pN, n = 95) y del marcador I27 en negro
(193 ± 39 pN). En gris se incluye el ajuste a la distribución obtenida para CtA7 (lí-
nea continua) y CtA3-8 (línea discontinua) [Valbuena et al., 2009] como referencia
para facilitar la comparación. C) Distribución de ∆LC para CtA7l (48.0 ± 0.7 nm) y
el marcador I27 (27.6 ± 0.6 nm). Se concluyó que la presencia de las secuencias in-
termodulares no genera ningún efecto sobre el comportamiento mecánico de CtA7
que a su vez es similar al observado para la mayoría de los módulos de la región
conectora de esta escafoldina.
Los resultados obtenidos (Figuras 20.B y 21.B) mostraron que la estabilidad mecá-
nica de los dos módulos cohesina estudiados (529 ± 82 pN para CtA7l y 398 ± 47
pN para CcC1l) no se ve afectada por la presencia de las secuencias intermodulares,
resultando en ambos casos en distribuciones de fuerza de desplegamiento similares a
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las de las respectivas cohesinas sin las secuencias intermodulares. Esto permitió des-
cartar la formación de contactos adicionales entre los residuos añadidos y CcC1 como
origen de la elevada estabilidad mecánica medida en CcC1-7. El ∆LC medido para los
módulos con secuencias intermodulares (48 ± 0.7 nm para CtA7l y 48.4 ± 1.1 nm pa-
ra CcC1l) es muy similar al obtenido para los módulos sin ellas (49.3 ± 0.3 nm para
CtA7 y 48.5 ± 0.2 nm para CcC1 [Valbuena et al., 2009, Chwastyk et al., 2014]) lo que
también reforzó la idea de que la posición del parche mecánico no se vio alterada en
esta construcción.
Para estudiar la posibilidad de que otros módulos cohesina de CipC fuesen de ma-
yor estabilidad mecánica o de que se formase una superestructura por contactos en-
tre cohesinas de la misma escafoldina se prepararon dos construcciones adicionales:
pAFM-CcC3l donde se usó el módulo cohesina 3 (CcC3l) para generar una construc-
ción análoga a las de la sección 4.1.2 y pAFM-CcC123 donde se incluye la región
que comprende las tres primeras cohesinas de CipC (CcC123) flanqueadas por dos
módulos marcadores I27 a cada lado.
Figura 21: Estudios de nanomecánica de cohesinas de C. cellulolyticum en presencia de secuen-
cias intermodulares. A) Esquema de la escafoldina CipC donde se resaltan los mó-
dulos 1 y 3. Se incluye también un esquema de las construcciones empleadas indi-
cando en la misma Figura su origen. B) Distribución de fuerzas de desplegamiento
de CcC1l (arriba en violeta, FD = 398 ± 47 pN, n = 105), de CcC123 (en el centro
en azul, con dos picos centrados en 404 ± 64 pN y 627 ± 79 pN, n = 586 ) y CcC3l
(abajo en verde, FD = 592 ± 125 pN, n = 110) y para los marcadores I27 de cada
construcción (en negro, FDCcC1l = 207 ± 34 pN; FDCcC123 = 212 ± 35 pN; FDCcC3l = 192
± 39 pN). Se incluye también el ajuste a la distribución de fuerzas observadas para
CcC1 (línea continua gris FD = 425 ± 53) y CcC1-7 (linea gris discontinua FD = 592 ±
111 pN [Valbuena et al., 2009]) para facilitar la comparación. C) Distribución de ∆LC
para las tres construcciones (48.4 ± 1.1 nm para CcC1l, 48.5 ± 1.3 nm para CcC123
y 48.5 ± 1.3 nm para CcC3l). Para el módulo marcador, se observó un ∆LC de 27.8 ±
0.7 nm para CcC1l, 27.8 ± 0.6 nm para CcC123 y 28 ± 1 nm para CcC3l.
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Como se puede observar en la Figura 21 el histograma de fuerzas de desplegamien-
to de los módulos cohesina de la construcción pAFM-CcC123 mostró dos poblaciones
centradas en 404 ± 64 pN y 627 ± 79 pN. La estabilidad mecánica de la primera po-
blación es similar a la observada para CcC1 (425 ± 53 pN [Valbuena et al., 2009] o 403
± 64 pN [Chwastyk et al., 2014] y 390 ± 62 pN para CcC1l) de la misma escafoldina.
Por otro lado en el histograma de fuerzas de pAFM-CcC3l (Figura 21.B) se pudo ob-
servar que este módulo presentaba una estabilidad mecánica muy elevada (620 ± 118
pN) valor muy similar a la fuerza promedio de la segunda población observada para
CcC123 y a la obtenida para la región CcC1-7 (592 ± 111 pN [Valbuena et al., 2009]).
Esto indicó que la estabilidad mecánica de cada módulo cohesina está determinada
por el propio módulo y no depende de la presencia de secuencias intermodulares ni
de otros módulos cohesina cercanos.
La distribución de ∆LC de CcC123 presentaba un solo pico centrado en 48.5 ± 1.3
nm lo que indicó que el parche mecánico en los tres módulos de la construcción se
encontraba en una posición similar ya que todos tienen una longitud parecida. Para
CcC3l la distribución de ∆LC se centró en 48.5 ± 1.3 nm, observándose un solo pico
atribuible al desplegamiento de la cohesina.
La estructura del módulo 3 tampoco se ha resuelto experimentalmente por lo que
se empleó el modelado por homología para obtener un modelo de esta. En este caso
se empleó como molde la estructura del módulo 1 (código PDB: 1G1K) ya que es la
cohesina con estructura resuelta con la que tiene mayor identidad (94 %). El análisis
en PROSAweb indicó un valor-Z de -5.21, adecuado para una estructura de esta longi-
tud, mientras que el análisis mediante Procheck reveló que la mayoría de los residuos
(94.2 %) se encontraban en regiones favorables, mientras que un 5 % se encontraba en
regiones permitidas. El análisis del RMSD durante los 10 ns de dinámica libre (Figura
22.A) mostró que la molécula alcanzaba una conformación estable que se mantenía
durante el tiempo de simulación. Los estiramientos mediante SMD permitieron calcu-
lar que la estabilidad mecánica de este módulo (733 ± 133 pN) es comparable a la
observada para el módulo 1 ya descrito (630 ± 70 pN) [Valbuena et al., 2009]. El pico
de fuerza inicial, atribuido a la rotura del parche mecánico de este módulo, coincide
con la perdida de 8 puentes de hidrógeno entre las cadenas 1 y 9, como en las otras
cohesinas estudiadas.
Los resultados obtenidos indicaron que la mayor estabilidad mecánica observada
para la región de cohesinas 1 a 7 de CipC comparada con la del módulo 1 era debida
a la presencia de módulos con mayor estabilidad mecánica que este. Además los re-
sultados indican que los principales determinantes de la estabilidad mecánica en una
escafoldina son sus módulos cohesina, mientras que las secuencias intermodulares
parecen no tener efecto.
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Figura 22: Resultados de simulaciones del estirado de CcC3. A) Evolución del RMSD de los
átomos del esqueleto peptídico durante la dinámica libre. B) Superposición de las 6
curvas fuerza-extensión obtenidas a partir de las trayectorias de SMD. La estabilidad
mecánica calculada fue de 733 ± 133 pN, referido al primer pico, marcado con una
flecha. Se observa la presencia de intermedios en el desplegamiento mecánico de la
molécula siendo el que se encuentra cuando la distancia N-C terminal es de unos
25 nm el más claro. C) Imagen de la estructura en el máximo del primer pico de
fuerza. Se destacan la primera y última hebra que forman el parche mecánico de la
molécula.
4.2.2 Nanomecánica de cohesinas unidas a doquerina
La interacción proteína-ligando es un factor que suele modificar significativamente
la estabilidad termodinámica de las proteínas. A pesar de que la estabilidad termo-
dinámica y la mecánica no tienen porqué estar relacionadas en absoluto, incluyendo
el caso de las cohesinas [Valbuena et al., 2009], se ha observado que la interacción de
una proteína con su ligando (incluso en el caso de moléculas pequeñas) también pue-
de modificar su estabilidad mecánica [Junker et al., 2009, Oroz et al., 2011]. En el caso
del celulosoma, se ha visto que algunas interacciones cohesina-doquerina pueden au-
mentar la estabilidad termodinámica de los componentes individuales [Salama-Alber
et al., 2013]. En base a esto decidimos estudiar si la unión de doquerina pudiera afec-
tar a la estabilidad mecánica de los módulos cohesina. Es importante resaltar que el
dominio doquerina se une a cohesina a través de la cara formada por las hebras 8-
3-6-5 [Carvalho et al., 2003], mientras que el parche mecánico está formado por las
hebras 1 y 9 que forman parte de la otra hoja β (secciones 4.1 y 4.2.1 y [Valbuena et al.,
2009]). Sin embargo, se ha observado que en el caso de la proteína GB1, capaz de unir
la región constante de anticuerpos por una región de la proteína alejada de su parche
mecánico, la interacción con este ligando puede aumentar su estabilidad mecánica
[Cao et al., 2007, 2008].
Para estudiar el posible efecto de la unión a doquerina sobre la estabilidad mecánica
de cohesina se realizaron experimentos de SMFS empleando las construcciones pAFM-
CtA2 y pAFM-CtA7 ya descritas [Valbuena et al., 2009] en presencia de la endocelulasa
Cel8A de C. thermocellum. En primer lugar se comprobó que las cohesinas presentes
en las construcciones retenían su capacidad de interaccionar con la doquerina de la
celulasa, a pesar de estar flanqueadas por los módulos marcadores I27. Para ello se
realizó un análisis mediante PAGE-nativa con muestras de ambas proteínas incubadas
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previamente a 37ºC durante 1 h en tampón de interacción (Figura 23), confirmando
que la interacción se mantiene.
Figura 23: Control de la interacción entre la doquerina de Cel8A y las cohesinas en la construc-
ción para análisis nanomecánico. A) Gel nativo donde se muestra que al aumentar
la concentración de la enzima Cel8A aparece una nueva banda atribuida al com-
plejo pAFM-CtA2:Cel8A de forma concomitante a la desaparición de la banda de
pAFM-CtA2. B) Experimento análogo empleando pAFM-CtA7.
Tras confirmar que la interacción cohesina-doquerina se mantenía en la construcción
para SMFS, se realizó el análisis nanomecánico de las dos construcciones en presencia
de Cel8A en exceso molar a 400 nm/s en el tampón de interacción. Para poder rea-
lizar una comparación directa, también se estudió la estabilidad mecánica de las dos
construcciones en el mismo tampón pero en ausencia de Cel8A. Los resultados se
muestran en la Figura 24 donde se puede observar que la estabilidad mecánica de
ambas cohesinas se mantuvo inalterada al añadir la celulasa Cel8A en la construcción,
tanto para la cohesina de la región externa CtA2 (179 ± 33 pN para CtA2 sola y 195
± 42 pN en presencia de Cel8A) como en la cohesina de la región conectora CtA7
(515 ± 69 pN para CtA7 sola y 506 ± 87 pN en presencia de Cel8A). El histograma de
∆LC era idéntico en presencia y ausencia de Cel8A para ambas construcciones (24.C y
24.E) lo que sugirió que no ha hubo cambios en el parche mecánico de ninguna de las
cohesinas y por tanto que la estabilidad mecánica de las cohesinas en el celulosoma
está determinada únicamente por la estabilidad del propio módulo.
Para profundizar en los detalles del proceso de desplegamiento mecánico de los
módulos cohesina en presencia de doquerina y estudiar en qué momento durante
el proceso de estiramiento se pierde la interacción se realizaron simulaciones de MD.
Como punto de partida se empleó la estructura de un complejo cohesina-doquerina
resuelto experimentalmente (código PDB: 1OHZ) [Carvalho et al., 2003] y también el
modelo de CtA7 interaccionando con la misma doquerina. Se calcularon 10 ns de
dinámica libre para ambos complejos y a continuación se realizaron simulaciones del
estirado de las cohesinas en presencia de las doquerinas mediante SMD. En la Figura
25 se muestra la superposición de las curvas de fuerza-extensión calculadas a partir
de las trayectorias.
En general se puede observar que las curvas son similares en ambas construc-
ciones, mostrando intermedios de desplegamiento mecánico en posiciones similares.
La estabilidad mecánica calculada (489 ± 451 pN para 1OHZ y 621 ± 60 pN para
CtA7:doquerina) son similares a las obtenidas con las respectivas cohesinas sin la do-
querina en simulaciones realizadas en las mismas condiciones (470 ± 80 pN para CtA2
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Figura 24: Resultados del estudio de nanomecánica de las cohesinas CtA2 y CtA7 en presencia
de Cel8A. A) Representación de la escafoldina CipA de C. thermocellum donde se
destacan los módulos estudiados y se muestra un esquema de las construcciones
empleadas. B) En amarillo, distribución de fuerzas de desplegamiento para CtA2
sola (arriba, 179 ± 133 pN, n = 69) y en presencia de Cel8A en exceso (195 ± 42 pN,
n= 185). C) Distribución de ∆LC para las mismas construcciones (47.6 ± 0.6 nm para
la cohesina sola y 47.5 ± 0.8 nm en presencia de Cel8A). D) como en B) pero para
CtA7 (en rojo arriba, 515 ± 59 pN, n = 102 para la cohesina sola y 506 ± 87 pN, n =
40 en presencia de Cel8A abajo). E) como en C) para CtA7 (en rojo arriba, 48.6 ± 1.1
nm para la cohesina sola y 48.7 ± 0.8 nm en presencia de Cel8A abajo). En negro
se muestran los resultados obtenidos para los marcadores I27 de cada construcción:
I27CtA2 189 ± 31 pN, 27.4 ± 0.5 nm; I27CtA2:Cel8A 202 ± 25 pN, 27.4 ± 0.5 nm; I27CtA7
198 ± 34 pN, 27.9 ± 0.7 nm; I27CtA7:Cel8A 197 ± 34 pN, 27.9 ± 0.5 nm.
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(1ANU) y 710 ± 120 pN para CtA7 (1AOH)). El análisis más detallado de las trayec-
torias de desplegamiento permitió observar que la doquerina perdía la interacción
específica (pérdida de la superficie con la que contacta en la estructura nativa) con el
desplegamiento del intermedio que se observa cuando la extensión N-C es de unos
30 nm en las curvas de fuerza-extensión. No se observaron diferencias significativas
en las trayectorias de desplegamiento lo que indica que en presencia de doquerina, la
cohesina sigue una ruta de desplegamiento similar.
Figura 25: Resultados de las simulaciones del estirado de módulos cohesina en presencia de
doquerina de Xyn10B. A) Superposición de curvas de fuerza-extensión calculadas a
partir de las trayectorias del estirado de CtA2 en presencia de doquerina de Xyn10B
empleando las coordenadas depositadas en PDB con el código 1OHZ a 300 K (abajo)
y 340 K (arriba). Los triángulos indican el momento de la simulación en la que se
pierde la interacción específica entre el módulo cohesina y el dominio doquerina.
La estabilidad mecánica calculada para el primer pico es de 489 ± 51 pN a 300 K y
375 ± 72 a 340 K. B) Como en A) pero empleando la estructura con código PDB 2CCL
que incluye CtA2 interaccionando con un doble mutante de la doquerina Xyn10B
dispuesta en el modo de unión alternativo. La estabilidad mecánica calculada es de
476 ± 91 pN a 300 K y 456 ± 63 pN a 340 K. C) Como en A) pero empleando la
estructura generada al sustituir CtA7 por CtA2 en 1OHZ. La estabilidad mecánica
en este caso es de 621 ± 60 pN a 300 K y 567 ± 105 pN a 340 K. D) Muestra de
la estructura presente justo antes de que se pierda la interacción específica entre la
cohesina y la doquerina en un estirado de 1OHZ. Esta estructura es representativa
de la que se observa en el resto de simulaciones y en las otras estructuras.
Como se ha comentado, algunas doquerinas son capaces de unirse a cohesina de dos
modos distintos (rotados 180 º uno respecto al otro). Para estudiar esta configuración,
se realizaron simulaciones del estirado de cohesina 2 en presencia de doquerina unida
en el modo alternativo (código PDB: 2CCL) [Carvalho et al., 2007]. Los resultados
obtenidos en estas simulaciones (Figura 25.B) fueron muy similares a los anteriores, y
se observó que la estabilidad mecánica calculada (476 ± 91 pN) era muy similar tanto
a la de la cohesina sola (470 ± 80 pN) como en presencia de doquerina en el modo
de unión habitual (489 ± 51 pN). Además se observó un patrón de desplegamiento
muy similar al observado en las otras simulaciones lo que sugiere que la unión a
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doquerina, independientemente de la orientación, no afecta a la estabilidad mecánica
de la cohesina a la que se une.
Finalmente, se realizaron las mismas simulaciones a 340 K, temperatura óptima de
crecimiento del C. thermocellum, y se observó en todos los casos un comportamiento
similar al descrito a 300 K (Figura 25). Las estabilidades mecánicas calculadas, sin
embargo, fueron más bajas en los tres casos, como cabía esperar.
Parte V
D I S C U S I Ó N
5
D I S C U S I Ó N
El análisis nanomecánico de módulos cohesina individuales se ha centrado en los
celulosomas de C. thermocellum, C. cellulolyticum y A. cellulolyticus. Tanto en los ex-
perimentos de SMFS como en las simulaciones por SMD la dirección en la que se ha
aplicado fuerza a los módulos cohesina ha sido desde sus extremos terminales en sen-
tidos opuestos. Esta es la misma geometría en la que se piensa que puede actuar la
fuerza en el sistema natural, por lo que los resultados obtenidos deberían reflejar las
propiedades del sistema en condiciones similares a las fisiológicas.
Al comparar los resultados experimentales obtenidos mediante SMFS con las simula-
ciones de SMD se ha identificado que el pico de fuerza observado por AFM corresponde
con la rotura de varios puentes de hidrógeno establecidos entre la primera y última
hebra β de los módulos cohesina. Estos elementos de estructura secundaria forman el
parche mecánico del módulo, es decir, la principal región responsable de resistir fuer-
za [Carrion-Vazquez et al., 1999a, Valbuena et al., 2009]. Como se ha comentado, en la
estructura de los módulos cohesina la primera y última hebra β están dispuestas en
paralelo de forma que los extremos N- y C-terminales se encuentran en lados opues-
tos de la molécula. Por lo tanto al estirar desde los extremos se produce una fuerza en
cizalla sobre el parche mecánico, donde los puentes de hidrógeno se encuentran per-
pendiculares a la dirección de la fuerza. Esto impone la necesidad de romper varios
puentes de hidrógeno a la vez antes de poder desplegar el módulo completo, lo que
se traduce en fuerzas de desplegamiento relativamente altas [Brockwell et al., 2003,
Carrion-Vazquez et al., 2003, Valbuena et al., 2009]. Esta geometría se ha descrito para
el parche mecánico de otras proteínas sometidas a estrés mecánico [Carrion-Vazquez
et al., 1999b, Sułkowska & Cieplak, 2008, Valbuena et al., 2009] y generalmente pro-
porciona una mayor resistencia mecánica en comparación con el parche en cremallera
(donde los puentes de hidrógeno se encuentran paralelos a la dirección de la fuerza)
[Carrion-Vazquez et al., 2000], o con proteínas donde el parche mecánico se compone
de hélices α, que suelen desplegarse a fuerzas bajas debido a la diferente geometría de
los puentes de hidrógeno en esta estructura [Rief et al., 1999, Bustamante et al., 2004].
La diferencia entre la estabilidad mecánica observada en simulaciones de SMD y en
los experimentos de SMFS se debe principalmente a la diferencia de velocidades de es-
tiramiento empleadas en ambos casos, que implican tasas de carga diferentes [Evans
& Ritchie, 1997, Lee et al., 2009]. Aún así, las fuerzas de desplegamiento relativas
calculadas mediante las simulaciones correlacionan muy bien con las medidas expe-
rimentalmente (Figura 26.A), incluso en los modelos estructurales empleados. Esto
indica que a pesar de que los valores de fuerza obtenidos en simulaciones son ma-
yores que los experimentales, el orden relativo se predice bastante bien, como ya se
observó en el trabajo pionero con cohesinas [Valbuena et al., 2009]. Estos resultados
71
72 discusión
también sugieren que el uso de modelos estructurales junto con simulaciones de SMD
podría ser una vía bastante fiable y relativamente rápida para estudiar la estabilidad
mecánica de cohesinas sin la necesidad de realizar experimentos de SMFS.
Figura 26: Estudio de la relación de las fuerza de desplegamiento experimentales y calculadas
en simulaciones y según el número de puentes de hidrógeno en el parche mecánico.
A) Diagrama de dispersión de fuerzas de desplegamiento medidas experimental-
mente o en simulaciones. B) Diagrama de dispersión de fuerzas de desplegamiento
experimentales respecto al número de puentes de hidrógeno en el parche mecánico
vistos en simulaciones. C) Diagrama de dispersión de fuerzas de desplegamiento
calculadas en simulaciones respecto al número de puentes de hidrógeno vistos en
las mismas. Los cuadros muestran el coeficiente de correlación entre ambas varia-
bles.
Anteriormente se había observado que la estabilidad mecánica parecía directamente
relacionada con el número de puentes de hidrógeno presentes en el parche mecánico
de una proteína [Valbuena et al., 2009]. En la Figura 26.B y C se muestran gráficos
de dispersión relacionando las fuerzas de desplegamiento (tanto en experimentos de
SMFS como en simulaciones de SMD) y el número de puentes de hidrógeno presentes
en el parche mecánico de las cohesinas estudiadas hasta el momento. Se puede obser-
var que el coeficiente de correlación en ambos casos no es muy elevado pero muestra
que hay una relación positiva entre ambos parámetros (cuanto mayor es el número de
puentes de hidrógeno en el parche mayor es la estabilidad mecánica). Los valores rela-
tivamente bajos en los coeficientes de correlación pueden ser indicativos de que otros
factores adicionales pueden estar también jugando un papel en la determinación de la
estabilidad mecánica de la proteína. Para otras proteínas se han descrito otros factores
como el empaquetamiento del núcleo hidrofóbico [Ng et al., 2005] y la movilidad de
los bucles [Li et al., 2008b] como factores importantes para determinar la estabilidad
mecánica de una proteína.
El desplegamiento mecánico de todos los módulos cohesina estudiados en este tra-
bajo reveló un único pico de fuerza atribuible a cada módulo. Esto indica que en
las condiciones experimentales empleadas no se ha detectado ningún intermedio de
desplegamiento. La presencia de intermedios en el desplegamiento mecánico de cohe-
sinas según las simulaciones se podría interpretar como otro efecto de la diferencia
en la velocidad de estiramiento. El desplegamiento de una proteína suele ser muy
cooperativo, por lo que el desplegamiento parcial (del parche mecánico, por ejemplo)
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que sufre al empezar a estirarla suele inducir que esta se despliegue completamente.
Se asume que este es el motivo por el cual solo se han observado intermedios en el
desplegamiento mecánico en pocas proteínas [Marszalek et al., 1999, Oberhauser et al.,
2002, Bustamante et al., 2004] y aparecen en casos donde el desplegamiento mecánico
provoca una disrupción relativamente pequeña del núcleo de la proteína. Además, si
los intermedios presentan bajas estabilidades mecánicas o tiempos de vida muy cor-
tos, estos podrían no observarse en los experimentos de SMFS pero observarse en las
simulaciones donde las elevadas velocidades de estiramiento permitirían observarlos.
Es interesante observar que en otro estudio mediante simulaciones [Sikora et al.,
2009] en el que se estudió la estabilidad mecánica de un gran número de proteínas
con estructura resuelta, incluyendo algunas cohesinas, también se observó la presencia
de intermedios que coinciden en posición a los observados en nuestras simulaciones.
Además, gracias a las aproximaciones empleadas, en estas simulaciones se emplearon
velocidades de estiramiento mucho más bajas (5 · 105 nm/s, una velocidad aproxima-
damente solo 3 órdenes de magnitud mayor que las velocidades empleadas experi-
mentalmente). Esto sugiere que los intermedios podrían se reales y no artefactos de
las simulaciones.
Figura 27: Picos de fuerza de CtA9 (A) y CtA1 (B) donde se superpone un ajuste al modelo
WLC empleando como ∆LC la posición aproximada de los intermedios observados
en las simulaciones (15 y 25 nm). Los puntos de corte entre estos ajustes y la caída
tras el pico de fuerza correspondiente a la rotura del parche mecánico son: CtA9 a
15 nm 250 pN y 170 pN a 25 nm; CtA1 a 15 nm 90 pN y a 25 nm 50 pN.
Dado que la posición de estos intermedios en las simulaciones es relativamente
cercana al pico de fuerza inicial, si la estabilidad mecánica de estos es inferior al punto
de corte entre el ajuste a WLC y la caída de la fuerza tras ese pico, estos quedarían
enmascarados en las curvas de los experimentos de SMFS. Se puede observar en la
Figura 27 que estas fuerzas son considerables por lo que no se puede descartar la
existencia de estos intermedios en el desplegamiento mecánico.
Si asumimos que estos intermedios vistos en las simulaciones tienen una vida media
suficientemente larga para verlos en los experimentos de SMFS y que además su fuer-
za de desplegamiento tiene la misma dependencia con la velocidad de estiramiento
que presenta el parche mecánico, se podría estimar que su magnitud esperada en los
experimentos de SMFS sería de unos 170 y 240 pN para los intermedios con ∆LC de 15
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y 25 nm para CtA9 y de unos 65 pN para ambos intermedios en CtA1. Teniendo esto
en cuenta, es de esperar que la mayoría de estos intermedios quedasen enmascarados
en un experimento de SMFS.
5.1 nanomecánica de cohesinas de C. thermocellum
El análisis nanomecánico del celulosoma de C. thermocellum se ha centrado en la es-
cafoldina primaria CipA. Esta escafoldina se compone de 9 cohesinas, 2 de ellas en la
región externa y las otras 7 en la región conectora. En un primer estudio se caracterizó
el comportamiento mecánico de CtA2 y CtA7 [Valbuena et al., 2009] como represen-
tantes de la región externa y conectora, respectivamente. Sin embargo, las secuencias
de CtA1 y CtA9 son significativamente distintas a las de las otras cohesinas de la
misma región (Figura 28) por lo que se decidió estudiar sus propiedades mecánicas.
Los resultados obtenidos en esta tesis indican que la estabilidad mecánica de CtA9
es muy elevada y similar a la medida para CtA7, mientras que la de CtA1 es muy
inferior a esta, incluso menor que la de CtA2. Este resultado está de acuerdo con la
hipótesis mecánica de trabajo que predice que la estabilidad mecánica de los módulos
cohesina en la región conectora debería ser elevada, mientras que la de los módulos
de la región externa no precisan este requisito. La estabilidad mecánica de CtA9 se
encuentra entre las más elevadas medidas hasta el momento, junto con la obtenida
para otras cohesinas o proteínas relacionadas con la adhesión de bacterias a superficies
[Valbuena et al., 2009, Gruszka et al., 2015].
Figura 28: Comparación de módulos cohesina en CipA de C. thermocellum. Se muestra el ali-
neamiento (arriba) de la secuencia de los módulos cohesina CtA7 y CtA9 (A) y
CtA1 y CtA2 (B), así como la estructura (abajo) de CtA7 (A) y CtA2 (B) resaltando
los residuos que son distintos en ambos módulos. Las sustituciones se indican de
más a menos conservativas en verde, naranja y rojo. En azul se resaltan la prime-
ra y última hebra de la cohesina que forman su parche mecánico para facilitar la
visualización.
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Es interesante observar que gran parte de las diferencias entre los módulos CtA1
y CtA2 y especialmente entre CtA7 y CtA9, se encuentran en las hebras que forman
el parche mecánico y otras cercanas a estas, sin embargo la región responsable de la
unión parece muy conservada (Figura 28). En el caso de CtA9, se observan sustitu-
ciones que afectan tanto a la carga como tamaño de varios aminoácidos que forman
el parche mecánico. A pesar de esto, CtA9 presenta también una muy elevada esta-
bilidad mecánica lo que refuerza la idea de que realmente la estabilidad mecánica es
importante en este sistema y que no se trata de un mero epifenómeno.
En proteínas multimodulares eucariotas, se ha observado que los módulos adya-
centes no suelen presentar una identidad de secuencia superior al 40 % [Han et al.,
2007]. Esto se atribuye a una presión evolutiva para evitar que dos módulos consecu-
tivos sean demasiado parecidos como para que si en un momento dado ambos están
desplegados puedan formar un plegamiento aberrante por intercambio de dominios
[Borgia et al., 2011]. En experimentos de replegamiento mediante SMFS empleando
homo-poliproteínas (donde los módulos adyacentes son idénticos) se ha observado
que la probabilidad de que esto ocurra es relativamente baja pero detectable [Ober-
hauser et al., 1999]. Teniendo esto en cuenta, es sorprendente la enorme similitud en
la secuencia de cohesinas adyacentes en muchas escafoldinas, que en algunos casos
llegan a ser idénticas [Gerngross et al., 1993, Shimon et al., 1997]. La elevada estabi-
lidad mecánica de estas proteínas podría jugar un papel importante al disminuir la
probabilidad de que el desplegamiento ocurra. Por otra parte, la presencia de secuen-
cias intermodulares glicosiladas podría jugar un papel importante para evitar este
problema.
El análisis de la dependencia de la fuerza de desplegamiento de los módulos con
la velocidad de estiramiento junto con el modelado por Monte Carlo ha permitido
estudiar los parámetros cinéticos del desplegamiento mecánico de CtA1 y CtA9. Este
análisis indicó que CtA9 presenta una mayor dependencia de su fuerza de desplega-
miento con la velocidad de estiramiento lo que se traduce en un ∆xD muy pequeño
(0.17 nm), lo que indica que se trata de un módulo muy quebradizo (se requiere mu-
cha fuerza para deformarlo pero con una deformación relativamente pequeña, inferior
a las dimensiones de una molécula de agua, este ya se despliega).
Para CtA1, en cambio, el valor de ∆xD obtenido fue de 0.31 nm, mucho más parecido
al del módulo I27 (∆xD = 0.25 nm) que por su parte es similar al publicado previamente
[Carrion-Vazquez et al., 1999b, Best et al., 2002, 2003].
Se puede observar que el ∆xD para la cohesina de alta estabilidad es mucho más
corto que el obtenido para la de baja estabilidad mecánica, como en el caso de las
cohesinas CcC1, CtA7 y CtA2 ya publicados [Valbuena et al., 2009], lo que sugiere
que esta podría ser la base molecular que distingue los módulos cohesina de alta
y baja estabilidad mecánica. Sin embargo, los valores obtenidos anteriormente son
claramente menores (0.11 nm para CtA7, 0.133 nm para CcC1 y 0.17 nm para CtA2).
Hay que tener en cuenta que estos valores se obtuvieron por métodos distintos (a
partir de los datos a una única velocidad y mediante experimentos a fuerza controlada)
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y además el valor obtenido para I27 en ese estudio es claramente inferior al descrito
por otros grupos.
Por otro lado, los valores obtenidos para las tasas de desplegamiento α0 ( 9 · 10−2s−1
para CtA9 y 3 · 10−3s−1 para CtA1) parecen indicar que en ausencia de fuerza CtA1
es más estable cinéticamente que CtA9. Hay que tener en cuenta que los valores de α
están peor determinados ya que dependen exponencialmente de ∆xD [Best et al., 2002,
2003, Bustamante et al., 2004] y por lo tanto son mucho menos fiables. Por otro lado se
han descrito otros modelos para interpretar el desplegamiento mecánico de proteínas
en los que la dependencia entre la fuerza de desplegamiento y el logaritmo de la tasa
de carga puede que no sea lineal [Dudko et al., 2006, Chen et al., 2015].
5.2 nanomecánica de cohesinas de A. cellulolyticus
En el caso del celulosoma de A. cellulolyticus se ha estudiado la estabilidad mecánica
de 4 módulos cohesina provenientes de distintas escafoldinas y regiones escogidos
desde el punto de vista mecánico. Para los módulos de ScaA se puede observar que
AcA3, de la región externa, presenta una estabilidad mecánica comparable a la de
CtA2, también de la región externa de la escafoldina CipA de C. thermocellum. Por
otro lado, AcA4 presenta una estabilidad mecánica elevada y comparable a la medida
para CtA7 o CtA9, ambas de la región conectora de CipA. Estos resultados están de
acuerdo con la hipótesis de trabajo.
La estabilidad mecánica de AcB4 sin embargo es comparable a la de AcA3, a pesar
de que este modulo se encuentra entre los puntos de anclaje de la célula al sustrato por
lo que en principio contradice la hipótesis mecánica del celulosoma. Sin embargo, hay
que tener en cuenta que los módulos cohesina de esta escafoldina se unen a la doque-
rina presente en ScaA no a la de las enzimas directamente. Como se ha comentado, la
base de la sinergia del celulosoma radica en la capacidad de la escafoldina de unir las
distintas enzimas de forma que estas puedan anclarse al sustrato y además sean más
activas en conjunto al acercar actividades complementarias. Por lo tanto, en el caso de
que la baja estabilidad mecánica de este módulo fuese insuficiente para prevenir su
desplegamiento mecánico el resultado sería la liberación de una escafoldina con sus
enzimas unidas que podría seguir siendo activa y promoviendo la sinergia entre las
enzimas unidas a ella, resultando en un celulosoma libre.
En este sentido, hay que destacar que se conocen varios microorganismos que for-
man celulosomas libres (ver en la sección 1.2.1.5) y que incluso entre los que forman
celulosoma unido a la superficie celular se ha observado la existencia de escafoldinas
que permitirían ensamblar otros celulosomas libres. Por lo tanto no es de esperar que
la liberación de estos celulosomas resultase en una pérdida de actividad, asumiendo
que la célula pueda seguir unida al sustrato de forma que no se pierda la sinergia CEM
y que la integración de varias de estas escafoldinas a un mismo celulosoma no apor-
te otra fuente de sinergia. Teniendo en cuenta todas estas consideraciones, se puede
concluir que estos resultados no contradicen la hipótesis mecánica del celulosoma.
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La cohesina AcB4 es la primera cohesina de tipo II estudiada mediante SMFS. El ∆LC
medido para este módulo es claramente mayor que el observado en los otros módulos
de tipo I estudiados. Esto indica que existe un mayor número de residuos protegidos
de la fuerza por su parche mecánico. Teniendo en cuenta que su secuencia es más larga
(160 residuos) se estimó que el ∆LC máximo esperado para este módulo (asumiendo
que la longitud de la estructura plegada es de 4 nm, similar a la de la cohesina AcB1
de la misma escafoldina [Noach et al., 2010]) es de unos 60 nm. Este valor es similar
al hallado experimentalmente (57 ± 0.9 nm), lo que sugiere que el parche mecánico de
esta cohesina esta formado por la primera y última hebra de su estructura, como en
las otras cohesinas estudiadas. Para las cohesinas de tipo I AcA3, AcA4 y AcC3, los
valores de ∆LC medidos son similares a los encontrados en otras cohesinas de tipo I,
por lo que se asume que el parche mecánico que las protege de ser desplegadas está
formado por los mismos elementos de estructura secundaria.
En un estudio a gran escala de [Sikora et al., 2009] se estiraron mediante simulacio-
nes CG otras cohesinas de tipo II y se observó que los contactos rotos en el primer pico
de fuerza corresponden a residuos en los extremos de la molécula y reveló patrones
de desplegamiento muy similares a los observados para otras cohesinas de tipo I. Por
todo esto, es de esperar que el parche mecánico de este módulo esté formado por los
mismos elementos de estructura secundaria que en los módulos de tipo I. En cualquier
caso, en el futuro el modelado por homología de esta estructura y la correspondiente
simulación SMD respondería a esta pregunta de forma más definitiva.
5.3 nanomecánica de cohesinas de C. cellulolyticum y secuencias inter-
modulares
La hipótesis mecánica del celulosoma tiene sentido para esos celulosomas capaces
de anclar la célula al sustrato. C. cellulolyticum es capaz de unirse a celulosa, además
se conoce que al eliminar la escafoldina CipC la unión a celulosa se ve claramente
afectada aunque no desaparece [Ferdinand et al., 2013]. Sin embargo, se desconoce el
mecanismo de unión y no se han observado elementos en la escafoldina que sugieran
como se relaciona esta proteína con la unión de la célula a celulosa. Se ha propuesto
que los módulos X puedan jugar un papel al respecto uniendo la escafoldina a la pared
celular, como en el caso de C. cellulovorans [Kosugi et al., 2004, Ferdinand et al., 2013].
De ser así, dado que CipC presenta 2 módulos X (entre CBM y CcC1 así como entre
CcC7 y CcC8), CcC8 se consideraría de la región externa, mientras que las cohesinas
1 a 7 se encontrarían entre 2 módulos X por lo que no estarían sometidas a estrés
mecánico y por tanto no es de esperar que sus propiedades mecánicas estuviesen
relacionadas de forma simple y directa con la actividad del complejo.
Los resultados obtenidos sugieren que la fuerza de desplegamiento más elevada ob-
servada para la construcción CcC1-7 en comparación a CcC1 obtenidos anteriormente
[Valbuena et al., 2009] se debe a la presencia de módulos cohesina de mayor estabili-
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dad mecánica en la construcción. Este resultado es sorprendente ya que la secuencia
de las cohesinas en esta región se encuentra muy conservada.
Para CcC1-7 se observó una distribución unimodal, lo que parece contradecir los
resultados obtenidos con CcC123. Sin embargo hay que tener en cuenta que CcC1-7
no presentaba marcadores de monomolecularidad y por tanto CcC1 se encontraba
en un extremo de la molécula por lo que es probable que en la mayoría de las curvas
obtenidas este módulo no estuviese presente o no se estirase en dirección N-C terminal
por lo que su patrón no se reconocería y no se incluiría en el análisis.
Las secuencias intermodulares entre módulos cohesina de las escafoldinas general-
mente se han descrito como flexibles, de forma que permiten la adaptación del celu-
losoma a la complejidad local de su sustrato [Hammel et al., 2005]. Además, en otras
proteínas se ha descrito que la inserción de secuencias largas en posiciones cercanas al
parche mecánico pueden afectar negativamente a la estabilidad mecánica de la molé-
cula [Li et al., 2008b], por lo que resultaba interesante estudiar si este era el caso para
las cohesinas. Los resultados obtenidos muestran que la estabilidad mecánica tanto
de CtA7 como de CcC1 no se ve alterada por la presencia de sus secuencias intermo-
dulares. Esto indica que la presencia de estas secuencias no permite desestabilizar el
parche mecánico y que no se han formado contactos adicionales entre estas secuencias
y los módulos cohesina que les permitan aumentar su estabilidad mecánica.
Solo en el caso de las cohesinas 1 y 2 de ScaB de A. cellulolyticus se ha observado la
posibilidad de formar este tipo de contactos entre un módulo cohesina y la secuencia
intermodular de manera que se estabilice también la interacción con el siguiente mó-
dulo cohesina [Noach et al., 2010]. Es interesante ver que en esta estructura se forman
contactos entre residuos que participan en el parche mecánico de ambas moléculas
por lo que sería posible que su estabilidad mecánica se viese alterada. Sin embargo,
esto parece un hecho bastante particular y no se espera que sea un patrón general
para otras escafoldinas, y ni siquiera para más módulos cohesina dentro de la misma
escafoldina ya que los siguientes módulos están separados por secuencias mucho más
largas (39 residuos) [Xu et al., 2003].
Por otro lado hay que tener en cuenta que las secuencias intermodulares en las
escafoldinas suelen ser ricas en treonina y se cree que la mayoría estarán glicosiladas,
como se ha observado para C. thermocellum [Gerwig et al., 1989, 1991, 1993]. El efecto
que podría tener esto sobre la movilidad o la estabilidad mecánica de los módulos
cohesina adyacentes se desconoce.
Como se ha comentado, las diferencias entre las secuencias de CcC1 y CcC3 son es-
casas, sin embargo su estabilidad mecánica es claramente diferente, siendo la de CcC3
la mayor descrita hasta el momento para proteínas con un plegamiento definido. Al
representar los residuos distintos sobre la estructura de CcC1 (código PDB: 1G1K [Spi-
nelli et al., 2000]) se puede observar que solo uno de estos residuos se encuentra en el
parche mecánico mientras que el resto se localizan en bucles, especialmente en la zona
cercana al extremo N-terminal (ver Figura 29). La cadena lateral de los residuos dife-
rentes está orientada hacia la superficie y las dos sustituciones menos conservativas
modifican los aminoácidos por otros más pequeños en el bucle que une la segunda y
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Figura 29: Diferencias entre las secuencias de CcC1 y CcC3. A) alineamiento de las secuencias
de CcC1 y CcC3 donde se observa que ambas secuencias son muy parecidas (93.6 %
identidad). B) estructura de CcC1 (código PDB: 1G1K [Spinelli et al., 2000]) donde
se destaca mediante una representación en esferas los Cα de las posiciones en las
que se observan diferencias entre ambas estructuras. Las sustituciones se muestran
de más a menos conservativas en verde, naranja y rojo respectivamente. C) Com-
paración del RMSF durante los últimos 5 ns de dinámica libre de CcC1 (código PDB:
1G1K) y CcC3 (modelo por homología). Las líneas negras indican los residuos que
forman los bucles en el lado N-terminal de la proteína.
tercera hebra. Se ha observado para otras proteínas que los aminoácidos que forman
bucles cerca del parche mecánico pueden influir en la estabilidad mecánica de este
[Li et al., 2008b]. En particular se observó que para bucles con mucha movilidad la
estabilidad mecánica se reducía. Si se comparan las fluctuaciones de los bucles tanto
de CcC1 como de CcC3 en las simulaciones de MD (Figura 29) se observa una mayor
fluctuación del extremo N-terminal en CcC1, mientras que los bucles en el lado N-
terminal no presentan grandes diferencias. Sin embargo hay que tener en cuenta que
dicho extremo presenta un aminoácido adicional en la estructura de CcC1 respecto a
la de CcC3, lo que podría influir en este resultado.
5.4 nanomecánica de cohesinas interaccionando con doquerina
Se ha observado que la unión a doquerina conduce a la estabilización termodinámi-
ca tanto de la cohesina como de la doquerina [Salama-Alber et al., 2013]. Sin embargo,
según los resultados obtenidos en esta tesis, la interacción de ambas proteínas no con-
duce a la estabilización mecánica de la cohesina. Este resultado no es sorprendente
teniendo en cuenta la estructura del complejo formado por ambas proteínas, donde
se puede observar claramente que la región de interacción en la cohesina se encuen-
tra alejada del parche mecánico, que es la región que le confiere principalmente la
estabilidad mecánica (Figura 30). Además, mediante el uso de simulaciones de SMD,
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se ha observado que la interacción cohesina-doquerina se puede mantener cuando la
cohesina se encuentra parcialmente desplegada, aunque se desconoce si este proceso
se puede dar in vivo o si puede mantenerse este estado durante un periodo de tiempo
suficientemente largo.
Figura 30: Parche mecánico y región de unión a doquerina en CtA7. Se muestran dos vistas
de la cohesina CtA7 (código PDB: 1AOH [Tavares et al., 1997]) en las que se destaca
el parche mecánico (en rojo) y la cara de interacción con la doquerina (en verde).
En azul se muestran los Cα desde los que se estira en las simulaciones de SMD.
Una ventaja de las simulaciones de MD respecto a los experimentos es que se pue-
de controlar muy bien el sistema estudiado. Para este caso concreto, esto nos permite
conocer el modo de unión entre la cohesina y la doquerina (mientras que en los experi-
mentos no podemos asegurar en qué modo se une o si ambos se encuentran presentes
en distintas moléculas) y descartar que esto tenga efecto sobre la estabilidad mecánica
de la cohesina a la que se une.
5.5 generalidad de la hipótesis
Los resultados presentados son relativos a las propiedades mecánicas de las cohesi-
nas, sin embargo la estabilidad mecánica de las interacciones no covalentes que man-
tienen el celulosoma son también muy importantes. Mediante SMFS se han estudiado
las propiedades mecánicas de la interacción cohesina-doquerina que es la que dirige
la formación del complejo. Sorprendentemente, a pesar de la superficie relativamente
pequeña de interacción entre la cohesina y la doquerina, las fuerzas observadas son
bastante altas entre la doquerina de Cel48S y la CtA2 (>120 pN a una tasa de carga
similar) [Stahl et al., 2012]. Mientras que para la interacción de tipo III entre el mó-
dulo XDoquerinade CttA y la cohesina E de R. flavefaciens, que se espera que sea el
principal anclaje de la célula al sustrato, la estabilidad mecánica observada es excep-
cionalmente alta (600-750 pN a una tasa de carga similar y con poca dependencia de
este parámetro) [Schoeler et al., 2014], superando incluso la estabilidad de algunas
cohesinas. La presencia de uniones tan fuertes permitiría que fuerzas relativamente
altas se transmitiesen a través de la escafoldina.
La respuesta mecánica de las interacciones cohesina-doquerina también se ha es-
tudiado mediante modelos CG. En este caso se confirmó que la respuesta de estos
complejos depende fuertemente de la geometría de estiramiento (según el extremo
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de cada molécula empleado para aplicar fuerza) [Wojciechowski et al., 2014]. En las
estructuras estudiadas se observó que al estirar en la geometría en la que se podría
esperar que actúe la fuerza en el sistema natural, estas solían presentar mayor estabi-
lidad mecánica y patrones de desplegamiento mejor definidos.
Una cuestión importante es el origen y la escala de las fuerzas que pueden afectar al
celulosoma en su ambiente natural. Al plantear la hipótesis mecánica en la introduc-
ción se ha comentado que los microorganismos que los producen pueden estar sujetos
a fuerzas en su ambiente lo que podría ser una fuente de estrés mecánico al moverse
el microorganismo respecto al sustrato. Es difícil estimar la escala de estas fuerzas da-
do que estos ambientes son poco definidos. Sin embargo, ya sea en el tracto digestivo
de rumiantes o en el suelo, se pueden establecer flujos hidrodinámicos relativamente
fuertes [Marcos, 2011]. Además, muchos de los microorganismos productores de celu-
losoma también producen flagelos y otros elementos de movilidad [Raman et al., 2011,
Wei et al., 2014] que podrían aumentar el estrés mecánico en el sistema al promover la
movilidad de la bacteria, aunque estos elementos suelen expresarse en etapas avanza-
das de la degradación de un sustrato. Es interesante observar que en un estudio de la
organización del celulosomas mediante microscopía electrónica de transmisión se ob-
servó que al incubar una muestra de celulosoma y secarla por capilaridad empleando
papel de filtro (lo que crea un flujo unidireccional), estos aparecían extendidos. Ade-
más en estos experimentos se observó la presencia de moléculas grandes separadas
del celulosoma lo que se interpretó como enzimas que habían sido desancladas de la
escafoldina [Madkour & Mayer, 2003].
Finalmente, se ha descrito para bacterias monoflageladas que al nadar cerca de una
superficie se producen fuertes cambios en su posición vertical como resultado de una
amplificación del efecto Browniano cerca de la superficie [Li et al., 2008a]. Esta podría
ser una situación similar al caso de C. thermocellum al acercarse al sustrato.
En los experimentos de SMFS las fuerzas de desplegamiento observadas son relati-
vamente altas, sin embargo en las situaciones descritas anteriormente difícilmente se
podrían alcanzar fuerzas tan grandes. Hay que tener en cuenta que la fuerza necesaria
para desplegar una proteína depende de la tasa de carga, es decir de la velocidad en
la que se aplica la fuerza. En los experimentos de AFM las tasas de carga accesibles
son relativamente elevadas lo que resulta en fuerzas de desplegamiento muy altas.
Sin embargo, en el sistema natural las fuerzas presentes pueden ser muy pequeñas,
pero estas fuerzas actuarán sobre el sistema durante tiempos muy prolongados ya
que la degradación de estos sustratos es lenta. En estas condiciones, las cohesinas de
alta estabilidad serán capaces de mantenerse plegadas durante más tiempo que las de
baja estabilidad mecánica en presencia de estas fuerzas por lo que a pesar de que no
se presentasen fuerzas tan elevadas, la estabilidad mecánica de las cohesinas seguiría
siendo un parámetro relevante.
Parte VI
C O N C L U S I O N E S
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C O N C L U S I O N E S
A continuación se enumeran las conclusiones más relevantes obtenidas del trabajo
de esta tesis:
1. En las escafoldinas primarias, aquellas encargadas de unir las unidades catalíti-
cas, la estabilidad mecánica de sus módulos cohesina de la región conectora es
mayor que la de los de la región externa. La elevada estabilidad mecánica de los
módulos cohesina parece estar originada por presentar una distancia al estado
de transición muy corta.
2. Las simulaciones por SMD permiten estudiar la estabilidad mecánica de módu-
los cohesina, incluso en el caso de utilizar modelos estructurales generados por
homología. Las estabilidades mecánicas calculadas por este método presentan
una buena correlación con las medidas experimentalmente.
3. La interacción con doquerina no altera la estabilidad mecánica ni la posición del
parche mecánico de los módulos cohesina, tanto de la región conectora como
externa y para los dos modos de unión de la doquerina. Las simulaciones por
SMD refuerzan esta conclusión.
4. La presencia de secuencias intermodulares naturales de las cohesinas no produce
efectos sobre la estabilidad mecánica ni en la posición del parche mecánico de
los módulos cohesina estudiados.
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Parte VII
A P É N D I C E
A
R E S U M E N D E L A S F U E R Z A S D E D E S P L E G A M I E N T O
Módulo Región FD SMFS FD SMD 300 K FD SMD 340 K
CtA1 Externa 124 ± 25 560 ± 80 375 ± 48
CtA2 Externa 214 ± 41* 470 ± 80* ND
CtA7 Conectora 480 ± 77* 710 ± 120* ND
CtA9 Conectora 460 ± 110 650 ± 52 497 ± 87
CtA2 Externa 179 ± 133 470 ± 80* ND
CtA2:Cel8A Externa 195 ± 42 489 ± 51 375 ± 72
CtA2:Cel8Arev Externa ND** 476 ± 91 456 ± 63
CtA7 Conectora 515 ± 59 710 ± 120* ND
CtA7:Cel8A Conectora 506 ± 87 621 ± 60 567 ± 105
CtA7l Conectora 529 ± 82 ND ND
Cuadro 1: Resumen de las fuerzas de desplegamiento obtenidas para cohesinas de C. thermo-
cellum. Todos los valores se dan en pN. * indica los resultados que provienen de
[Valbuena et al., 2009]. ** en los experimentos de AFM no se puede distinguir el
modo de unión de Cel8A.
Módulo FD SMFS FD SMD 300 K
CcC1 425 ± 53 630 ± 70*
CcC3 592 ± 125 733 ± 133
CcC8 346 ± 58 568 ± 86
CcC1l 398 ± 47 ND
CcC123 404 ± 64 ND
627 ± 79 ND
Cuadro 2: Resumen de las fuerzas de desplegamiento obtenidas para cohesinas de C. cellu-
lolyticum. Todos los valores se dan en pN. * indica los resultados que provienen de
[Valbuena et al., 2009].
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Módulo Región FD SMFS
AcA3 Externa 209 ± 54
AcA4 Conectora 442 ± 49
AcB4 Conectora* 259 ± 39
AcC3 Conectora* 455 ± 51
Cuadro 3: Resumen de las fuerzas de desplegamiento obtenidas para cohesinas de A. cellu-
lolyticus. Todos los valores se dan en pN. * indica los resultados las cohesinas que
se encuentran entre los dos puntos de anclado aunque no son de la escafoldina
primaria.
